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Ein entscheidender Schritt der Tumorprogression und Metastasierung ist die Überwindung 
von Gewebsbarrieren durch extrazelluläre Matrix (ECM)-abbauende Proteinasen. Dabei 
nimmt die proteolytische Kaskade der Plasminogenaktivierung eine bedeutende Stellung ein. 
Der glykosylphosphatidylinositol (GPI)–verankerte Urokinase-Plasminogenaktivator-
Rezeptor (uPAR) vermittelt die oberflächenassoziierte Plasminogenaktivierung, wodurch 
dessen wichtige Rolle bei der Regulierung der Zelloberflächenaktivität des Urokinase-
Plasminogenaktivator (uPA) und der Lokalisation extrazellulärer Proteolyse deutlich wird. 
Durch die Freisetzung des uPAR von der Tumorzelloberfläche mittels der GPI-spezifischen 
Phospholipase D (GPI-PLD) entsteht biologisch aktiver, löslicher s-uPAR. s-uPAR ist im 
Plasma sowie in Zysten- und Aszitesflüssigkeit von Ovarialkarzinompatientinnen vorhanden, 
wobei die Konzentration des löslichen Rezeptors mit der Malignität der Erkrankung korreliert 
und somit einen wichtigen prognostischen Marker darstellt.  
Die vorliegende Studie konnte zeigen, dass die hydrolytische GPI-Ankerspaltung dieses 
wichtigen, multifunktionellen Proteaserezeptors durch die GPI-PLD einen zentralen 
Regulationsmechanismus des malignen Tumorphänotyps darstellt. Durch die GPI-uPAR-
Hydrolyse freigesetzter s-uPAR bindet an ECM-Komponenten in biologisch aktiver Form mit 
der Folge der Verschiebung von lokalisierter Zelloberflächenproteolyse zu einer 
ausgedehnteren, bindegewebsassoziierten Proteolyse. Des Weiteren induziert die GPI-
Ankerspaltung (wahrscheinlich über die Bildung biologisch aktiver Lipide wie Lyso-/ 
Phosphatidsäure) eine verstärkte Expression von GPI-uPAR an der Zelloberfläche und damit 
eine Erhöhung der Zelloberflächenproteolyse. Reduzierte GPI-Ankerspaltung durch den 
Knockdown der zellulären GPI-PLD-Expression bewirkte eine Verringerung der uPAR-
Expression und Freisetzung von der Zelloberfläche, sowie der s-uPAR-Bindung an die ECM. 
Als eine Folge dieses Eingriffs resultierte die Reduktion der Oberflächen- und ECM-
assoziierten Proteolyse, was Bindegewebsabbau und Tumorinvasion verringern kann. 
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BSA Bovine serum albumin (Rinderserumalbumin) 
cDNA Complementary DNA (komplementäre DNA) 
CEA Carcinoembryonic Antigen 
DMEM Dulbecco´s modified Eagle Medium 
ECM Extracellular matrix (Extrazelluläre Matrix) 
EDTA Ethylendiamintetraacetat 
EGF Epidermal growth factor 
ELISA Enzyme-linked immunosorbent assay 
FCS Fetal calf serum (fötales Kälberserum) 
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GPI-PLD Glykosylphosphatidylinositol-spezifische Phospholipase D 
HGF/SF Hepatocyte growth factor/scatter factor 
LPA Lysophosphatidic acid (Lysophosphatidsäure) 
MMP Matrixmetalloproteinase 
mRNA Messenger RNA 
MSP Makrophagen-stimulierendes Protein 
NPGB p-Nitrophenyl-p-Guanidinobenzoat 
PA Plasminogen activator 
PAc Phosphatidic acid (Phosphatidsäure) 
PAI-1/-2 Plasminogen activator inhibitor-1/-2 
PCR Polymerase chain reaction (Polymerasekettenreaktion) 
RNAi RNA-Interferenz 
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1.1. Tumorprogression und Metastasierung 
 
Die Behandlung von Patienten mit Krebs hat sich in den letzten Jahrzehnten stark 
verbessert. Fortschritte in der Bildgebungstechnik haben das Verständnis nicht nur der 
Beziehung zwischen dem Tumor und seiner Umgebung, sondern auch seiner Antwort 
auf chemische, chirurgische oder radiotherapeutische Interventionen erleichtert. Diese 
Erkenntnisse führten zu einer Krebstherapie mit einem multimodalen Ansatz. Trotz der 
signifikant verbesserten Überlebensrate von Patienten mit behandelten malignen 
Primärtumoren scheint die Kontrolle und Verhinderung systemischer Krankheiten 
immer noch die wichtigste Aufgabe zu sein (Choong et al., 2003). Das klinische 
Hauptproblem in der Krebstherapie stellt die Fähigkeit maligner Tumoren zur 
Tumorprogression dar, in dem sie Zellen über den Körper verteilen, die zu Metastasen 
bildenden Formen führen (Nicolson et al., 1991). Die Ablösung der Zellen vom 
Primärtumor und die Invasion von Gewebsbarrieren stellen mögliche Angriffspunkte in 




Die Metastasierung von malignen Tumorzellen ist von verschiedenen zellulären 
Fähigkeiten und Prozessen abhängig, beginnend mit der Loslösung der Krebszellen 
vom Ursprungstumor sowie der darauf folgenden Migration und Invasion in das 
umliegende Gewebe, wofür die Fähigkeit zur Adhäsion und anschließend zur 
Degradation von Komponenten der extrazellulären Matrix (ECM) benötigt wird (Vgl. 
Abb. 1). Nach dem Zugang der Tumorzellen zu Blut- und Lymphgefäßen erfolgt die 
Adhäsion an und die Diapedese durch das Endothel, um schließlich vom 
Ursprungstumor entfernte Orte kolonisieren zu können. Somit führt nicht allein die 
uneingeschränkte Krebszellproliferation zur Metastasierung maligner Tumorzellen, 
sondern eher die Tendenz dieser Zellen, Gewebsgrenzen zu überwinden (Behrens, 
1993; Liotta et al., 1991; van Roy and Mareel, 1992).  
Ähnliche Fähigkeiten besitzen auch „normale“ Zellen, wie z.B. Makrophagen oder 
Endothelzellen, wobei der Unterschied darin besteht, dass Krebszellen für diese 
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Prozesse charakteristische Eigenschaften im Phänotyp exprimieren, die hinsichtlich 
des Ortes und des Zeitpunktes nicht mit dem normalen Zellverhalten übereinstimmen 
(Liotta et al., 1991; van Roy and Mareel, 1992; Werb et al., 1990). 
 
1.3. Proteolytischer Gewebsabbau 
 
Neben der Expression von Integrinen, welche für die Interaktion mit der ECM und für 
die Motilität der malignen Tumorzellen wichtig sind, spielen ECM-abbauende 
Proteinasen, einschließlich des Urokinase-Plasminogenaktivators (uPA) und der 
Matrixmetalloproteinasen (MMPs), eine entscheidende Rolle bei der Metastasierung. 
Schon 1985 wurde von Danø et al. der proteolytischen Kaskade der 
Plasminogenaktivierung eine bedeutende Stellung in diesem Prozess zugesprochen. 
 
Im Folgenden werden die Komponenten sowie die klinische Relevanz des 
Plasminogenaktivator-Systems vorgestellt. 
 
1.4. Das Plasminogenaktivator-System 
1.4.1. Plasmin 
 
Die Serinproteinase Plasmin besitzt ein Molekulargewicht von ungefähr 90 kD und 
besteht aus zwei über Disulfidbrücken verbundene Polypeptidketten. Die N-terminale 
A-Kette beinhaltet fünf sogenannte Kringle-Strukturen, die C-terminale B-Kette eine 
typische Serinproteinase-Domäne, welche für die katalytische Aktivität und für die 
Bindung von Inhibitoren verantwortlich ist. Plasmin katalysiert die Hydrolyse von 
Peptidbindungen an den C-terminalen Enden von Lysin und Arginin-Resten 
(Andreasen et al., 2000). 
Plasmin hat eine Substratspezifität mit breitem Spektrum. Es stellt eine wichtige 
physiologische Komponente durch die Proteolyse und die Entfernung von 
überflüssigem Fibrin bei der Regulation der Hämostase und der Wundheilung dar 
(Kwaan et al., 1992). Des Weiteren ist Plasmin fähig, viele Proteine der ECM 
abzubauen, wie Fibronektin, Vitronektin und Fibrin, was Zellwanderung und -invasion 
ermöglicht. Zudem kann es die Aktivierung von Proenzym-Formen einiger 
Metalloproteinasen sowie latenter Vorstufen von Wachstumsfaktoren katalysieren. 





Das menschliche Plasminogen ist ein Glykoprotein mit einem Molekulargewicht von 
ungefähr 92 kD und wird in der Leber synthetisiert. Es ist im Plasma und in 
extrazellulärer Flüssigkeit in einer Konzentration von 2 M vorhanden und besitzt eine 
biologische Halbwertszeit von 2,2 Tagen (Henkin et al., 1991). 
Plasminogen besteht aus 791 Aminosäuren, 24 Disulfidbrücken und fünf Kringle-
Strukturen (Petersen et al., 1990). Die N-terminale Region des Plasminogenmolekühls 
besteht aus einem prä-Aktivierungs-Peptid und den fünf Kringle-Domänen. Die Kringle-
Strukturen beinhalten fünf Lysin-Bindungsstellen, welche von Bedeutung für die 
Bindung von Plasminogen an Fibrin, α-2-Antiplasmin, Thrombospondin und an 
spezifische Lysinbindungsstellen auf der Zelloberfläche sind (Miles et al., 1988; Vali et 
al., 1984). Die C-terminale Region beinhaltet die für Serinproteinasen charakteristische 
katalytische Domäne (Ponting et al., 1992). 
Plasminogen ist das einkettige Proenzym von Plasmin mit einer enzymatischen 
Aktivität, die 104 bis 106fach niedriger ist als die von Plasmin. Die Umwandlung von 
Plasminogen zu Plasmin erfolgt durch die proteolytische Spaltung einer einzelnen 
Peptidbindung (der Arg561-Val562-Bindung in menschlichem Plasminogen) (Collen, 




Plasminogenaktivatoren sind spezifische Serinproteasen, die Plasminogen zu Plasmin 
aktivieren können. Während Plasminogen durch einige Proteasen aktiviert werden 
kann, einschließlich derer bakteriologischen Ursprungs (z.B. Streptokinase und 
Staphylokinase), sind nur zwei Plasminogenaktivatoren im menschlichen Körper 
vorhanden, tPA und uPA. Obgleich ungefähr 40% Homologie in ihrer Struktur besteht, 
sind ihr genetischer Ursprung und ihre biologische Funktion verschieden (Danø et al., 
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1.4.3.1. Der Tissue-type-Plasminogenaktivator (tPA) 
Die Serinproteinase tPA, die ein Molekulargewicht von ungefähr 70 kD aufweist, wird 
von Zellen in Form einer einzelnen Kette synthetisiert und freigesetzt. Diese kann 
durch proteolytische Spaltung in eine zweikettige Form umgewandelt werden, wobei 
die zwei Ketten über eine Disulfidbrücke verbunden bleiben (Andreasen et al., 2000). 
Das Glykoprotein wird unter physiologischen Bedingungen primär in Endothelzellen 
gebildet (Plasmaspiegel von 5 ng/ml) und ist zu über 95% an den 
Plasminogenaktivator-Inhibitor PAI-1 gebunden. Die Plasmahalbwertszeit des tPA 
beträgt 5 Minuten (Kwaan, 1992; Verstraete et al., 1986). Wenn die Serinprotease 
benötigt wird, kann sie von Endothelzellen schnell und in großen Mengen in den 
Kreislauf freigesetzt werden.  tPA ist ein Schlüsselenzym bei der Fibrinolyse und, im 
Einklang mit dieser Rolle, wird die Aktivität des tPA durch Fibrin stimuliert (Adreasen et 
al., 1991; Collen, 1980).  
 
1.4.3.2. Der Urokinase-Plasminogenaktivator (uPA) 
uPA wurde erstmals im Urin entdeckt und daraus isoliert, später in menschlichem 
Blutplasma, Samenflüssigkeit und bei verschiedenen Krebsarten identifiziert (Danø et 
al., 1985). Nach der ursprünglichen Beobachtung seiner Produktion durch 
Nierenzelllinien sind viele andere Zelltypen und Zelllinien gefunden worden, die uPA 
produzieren. uPA wird von vielen Arten von Krebszellen, wie Brust-, Kolon-, Ovarial-, 
Magen-, Zervix-, Endometrium-, Blasen-, Nieren- und ZNS-Tumorgeweben, in 
größeren Mengen sezerniert als in den korrespondierenden normalen Geweben 
(Andreasen et al., 1997). 
Von den Zellen freigesetzt, hat uPA zunächst eine Einzelketten-Struktur mit einem 
Molekulargewicht von 53 kD (Lesuk et al., 1965; Wun et al., 1982; Wun et al., 1982). 
Da er als Proenzym zuerst in Nierenzellkulturen beobachtet wurde, wurde er als Pro-
Urokinase (Bernik and Oller, 1976) bezeichnet. Dieser uPA in Einzelkettenform wird 
durch proteolytische Verdauung mit Plasmin oder Kallikrein in eine A- und B-Kette 
gespalten und in zweikettigen uPA, welcher über eine Disulfidbrücke 
zusammengehalten wird, überführt. Das uPA-Molekül besteht aus 411 Aminosäuren 
(Henkin et al., 1991, De Munk and Rijken, 1990), wobei der an das N-terminalen Ende 
angrenzende Teil zu einer Wachstumsfaktor-Domäne gehört, die eine 
Strukturhomologie zu den rezeptorbindenden Regionen des Epidermal growth factor 
(EGF) und des Transforming growth factor-α (TGF-α) aufweist. Diese 
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Wachstumsfaktor-Domäne im uPA ist auch eine Bindungsstelle für den uPA-Rezeptor. 
Darauf folgt eine Kringle-Domäne, welche weitestgehend homolog zu der von tPA oder 
Plasminogen ist, jedoch keine Lysin-Bindungsstelle enthält (Kwaan, 1992). Zusammen 
bilden beide das sogenannte Aminoterminale Fragment (ATF; 1-135 Aminosäuren) 
(Stopelli et al., 1985). 
Das ATF weist sowohl die Rezeptorbindungs-Möglichkeit als auch einen mitogenen 
Effekt auf einige Zellkulturen auf (Rabbani et al., 1990). Die C-terminale Region, die B-
Kette, beinhaltet eine Serinproteasen-Region. uPA besitzt eine limitierte 
Substratspezifität und aktiviert Plasminogen zu Plasmin. Zudem kann er direkt 
Prokollagenasen aktivieren. uPA katalysiert auch die Umwandlung von inaktiven 
einkettigen Vorstufen des Hepatocyte growth factor/scattter factor (HGF/SF) und des 
Makrophagen-stimulierenden Proteins (MSP) zu ihren aktiven zweikettigen Formen. 
HGF/SF und MSP haben Ähnlichkeiten in der Sequenz mit Plasmin, jedoch besitzen 
sie keine proteolytische Aktivität und aktivieren Zellen durch Bindung an Rezeptor-
Tyrosinkinasen (Naldini et al., 1992; Birchmeier and Gherardi, 1998). An die B-Kette 
bindet sowohl  der Inhibitor PAI-1 als auch PAI-2, zunächst als reversibler Komplex, 
gefolgt von einer kovalenten Bindung und schließlich resultierend in der Inaktivierung 
der proteolytischen Aktivität von uPA. Die Blutplasmakonzentration von uPA liegt 
ungefähr bei 20 pM. Der größte Teil liegt als Komplex mit PAI-1 vor, während die 
restliche Fraktion als pro-uPA-Form zirkuliert (Andreasen et al., 1997). 
 
1.4.4. Plasminogenaktivator-Inhibitoren (PAIs) 
1.4.4.1. Der Plasminogenaktivator-Inhibitor-1 (PAI-1) 
PAI-1 ist ein Glykoprotein mit einem Molekulargewicht von ungefähr 54 kD (Myöhänen 
and Vaheri, 2004), bestehend aus 379 Aminosäuren. Er wird von einer Vielzahl von 
Zellen sezerniert, wie Endothelzellen, Hepatozyten, Fibroblasten und vielen 
verschiedenen Tumorzelllinien (Sidenius and Blasi, 2003). Der Inhibitor ist auch in 
Thrombozyten enthalten, wird dort in den α-Granula gespeichert, und kann durch eine 
Vielzahl von Agonisten freigesetzt werden (Kruithof et al., 1986; Kwaan and 
Suwanwela, 1971; Sprengers et al., 1986). Endotoxin und Interleukin 2 sind bekannt 
für die Stimulierung der Produktion und Freisetzung von PAI-1 durch Endothelzellen 
(Kwaan et al., 1992). 
PAI-1 inhibiert sowohl tPA als auch uPA, zuerst durch die schnelle Bildung eines 
reversiblen Komplexes mit hoher Affinität. Nach proteolytischer Spaltung erfolgt eine 
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kovalente Bindung, so dass ein irreversibler Komplex entsteht. PAI-1 spielt eine 
wichtige Rolle bei der Regulation der Fibrinolyse. Sein Blutspiegel ist bei vielen 
Krankheiten, wie den idiopathischen tiefen Venenthrombosen, koronarer Herzkrankheit 
oder nach chirurgischen Eingriffen (D’Angelo et al., 1985) und Infektionen (Rabbani et 
al., 1990), erhöht und kann zu einem vergrößerten Thromboserisiko in diesen 
Situationen beitragen. Auf Zellebene ist die PAI-1-Freisetzung durch die Zellen im 
Zellsubstrat lokalisiert und mit der ECM verbunden. An dieser Stelle reguliert er die 
perizelluläre Proteolyse durch seine hemmende Aktivität gegenüber den 
Plasminogenaktivatoren. 
 
1.4.4.2. Der Pasminogenaktivator-Inhibitor-2 (PAI-2) 
PAI-2 wird in der Plazenta und in Monozyten synthetisiert (Astedt et al., 1987; Kwaan, 
1992; Wohlwend et al., 1987). Die Polypeptidkette besteht aus 415 Aminosäuren mit 
einem Molekulargewicht von ungefähr 50 kD. Dieser Inhibitor erscheint in zwei 
Formen: einer unglykosylierten Zytosol-Form und einer sezernierten glykosylierten 
Form. Beide können funktionell und immunologisch nicht unterschieden werden und 
werden durch eine einzige mRNA kodiert (Belin et al., 1989; Genton et al., 1987). 
PAI-2 hemmt sowohl tPA als auch uPA, jedoch reagiert er mit beiden 
Plasminogenaktivatoren langsamer als PAI-1 (Andreasen et al., 1990; Dear and 
Medcalf, 1995). PAI-2 wird zudem im Plasma von schwangeren Frauen sowie auch in 
Granulozyten, Monozyten und Makrophagen gefunden (Christensen et al., 1982; 
Kruithof et al., 1986; Lecander und Astedt, 1986). Sein Plasmaspiegel ist erhöht in der 
Schwangerschaft (Schmitt et al., 1997), ansteigend bis zur Geburt, und kann 
möglicherweise zu dem in dieser Periode erhöhten Risiko für Thromboseerkrankungen 
beitragen. 
 
1.4.5. Der Urokinase-Plasminogenaktivator-Rezeptor (uPAR) 
 
Der Rezeptor für uPA, der uPA-Rezeptor (uPAR), ist ein multifunktionales über 
Glycosylphospatidylinositol (GPI) verankertes Zelloberflächenprotein (Ploug et al., 
1991), welches auf normalen und Tumorzellen exprimiert wird. 1985 wurde der uPAR 
als eine zelluläre Bindungsstelle mit hoher Affinität für uPA auf Fibroblasten, 
Monozyten und kultivierten U937-Zellen entdeckt (Sidenius und Blasi, 2003). Das 
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Glykoprotein uPAR besteht aus einer Polypeptidkette von 313 Aminosäuren und 
besitzt ein Molekulargewicht von 55-60 kD. Die Aminosäurensequenz des uPAR zeigt 
drei ähnliche Abschnitte, jede aus ungefähr 90 Aminosäuren bestehend, welche die 
Existenz von drei homologen, unabhängigen Domänen (Domäne 1, 2 und 3, vom N-
terminalen Ende aus gezählt) vermuten lässt. uPAR ist über eine GPI-Verankerung mit 
der Zellmembran verbunden, welche als posttranslationale Modifikation angefügt wird 
(Ploug et al., 1991; Møller et al., 1992). 
Durch uPAR wird die Plasminogenaktivierung auf der Zelloberfläche reguliert und 
fokussiert (Ellis et al., 1992). Nach Inaktivierung von uPA durch PAI-1 vermittelt uPAR 
die Internalization des rezeptorgebundenen uPA-Inhibitor-Komplexes (Conese et al., 
1995). Obwohl ihm eine transmembrane und intrazelluläre Domäne fehlen, kann der 
Rezeptor mit intrazellulären Tyrosinkinasen assoziieren (Dumler et al., 1993; Resnati 
et al., 1996) und Signale in die Zelle übertragen. Darüber hinaus interagiert uPAR mit 
Integrinen und Rezeptoren für Wachstumsfaktoren, wobei er neben der perizellulären 
Proteolyse die Tumorzelladhäsion und das Überleben der Tumorzellen reguliert 
(Preissner et al., 2000; Liu et al., 2002). 
 
1.4.6. Funktion des Plasminogenaktivator(PA)-Systems 
 
Die proteolytischen Faktoren des PA-Systems sind nicht nur mit der Regulation und 
Kontrolle des etablierten Krebs assoziiert, sondern auch mit einer schlechten 
Prognose. 
Es sind einige Untersuchungen erfolgt, um die durch Proteasen vermittelten zellulären 
Mechanismen der Tumorzellinvasion und Metastasierung zu ergründen (Brünner et al., 
1994; Duffy, 1992; Duffy, 1996; Schmitt et al., 1995). Invadierende Tumorzellen 
fokussieren ihre proteolytische Aktivität auf die Zelloberfläche durch Rezeptoren für 
Plasmin und uPA. uPAR bindet von Tumor- oder Stromazellen freigesetzten uPA 
(Ploug et al., 1991). uPA setzt das enzymatisch inaktive Plasminogen in die 
Serinprotease Plasmin um (Vgl. Abb. 2). Plasmin baut Proteine der ECM ab wie Fibrin, 
Laminin, Fibronektin und Vitronektin, was eine Erleichterung der Tumorzellproliferation, 
Invasion und Metastasierung zur Folge hat. uPA und Zelloberflächenplasmin vermitteln 
Gewebezerstörung und Zellinvasion sowohl in vitro als auch in vivo (Danø et al., 1985; 
Meissauer et al., 1992; Ossowski, 1988; Wilhelm et al., 1994). 
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Diese Proteasen sind auch in der spezifischen Prozessierung von latenten Vorstufen 
von Enzymen und Wachstumsfaktoren involviert (Brunner and Preissner; 1994; Danø 
et al., 1994; Flaumenhaft and Rifkin, 1992; Naldini et al., 1992). Die proteolytische 
Aktivität von uPA wird durch PAI-1 und PAI-2 kontrolliert, welche an Zelloberflächen 
assoziierte uPAR/uPA-Komplexe binden können und einen enzymatisch inaktiven 
Rezeptor-Protease-Inhibitor-Komplex formen, welcher von der Tumorzelle internalisiert 
wird (Conese and Blasi, 1995; Estreicher et al., 1990). 
Andere Proteasen wie Kathepsine und Metalloproteasen scheinen auch in der 
Tumorinvasion und Metastasierung involviert zu sein und in einer Kaskade mit uPA zu 

















Abbildung 1: Die Plasminogenaktivierung 
 
 
Einleitung                                                                                                                        9 
 
 
1.4.7. Klinische Relevanz des Plasminogenaktivator-Systems für die 
Tumorprogression und Metastasierung 
 
Klinische Untersuchungen konnten zeigen, dass erhöhte Tumorantigen-Niveaus von 
uPA, uPAR und/oder PAI-1 sowie verminderte Niveaus von PAI-2 mit einem 
schlechten Krankheitsausgang assoziiert sind und auf die Tumorzellausbreitung und 
Metastasierung unterstützend wirken (Brünner et al., 1994; Duffy, 1992; Duffy, 1996; 
Schmitt et al., 1995). 
uPAR kommt in funktionell verschiedenen membranverankerten und löslichen 
Isoformen (dem soluble-uPAR (s-uPAR)) in vivo und in vitro vor. Auch das 
Vorhandensein von s-uPAR im Kreislauf von Krebspatienten korreliert mit erhöhter 
Tumormalignität und repräsentiert einen möglichen prognostischen Marker in einigen 
Krebsarten (Riisbro et al., 2002; Sier et al., 1998; Stephens et al., 1999). 
Daher ist die Ermittlung von proteolytischen Faktoren und deren Funktion eine wichtige 
klinische Aufgabe, um Hochrisiko-Patienten, die an einem malignen Tumor leiden, 
definieren zu können (Choong et al., 1996; Ganesh et al., 1994; Gleeson et al., 1993; 
Hasui et al., 1996; Hofmann et al., 1996; Jänicke et al., 1993; Kobayashi et al., 1994; 
Kuhn et al., 1994; Nekarda et al., 1994; Pedersen et al., 1994; Schmitt et al., 1997) und 
um neue, an der Tumorbiologie orientierte Konzepte zu entwickeln, damit die 
Möglichkeit besteht, die Expression und biologische Aktivität der Faktoren des PA-
Systems in Tumoren zu unterdrücken und so die Tumorinvasion und Metastasierung 
zu reduzieren.   
 
1.5. GPI-verankerte Proteine 
 
Sowohl in vitro als auch in vivo werden zellassoziierte und lösliche Formen (s-uPAR) 
des uPAR, denen der hydrophobe Anteil der GPI-Hälfte fehlt, beobachtet. Daneben 
werden auch andere GPI-verankerte, mit Tumoren assoziierte Proteine, wie das 
Carcinoembryonic Antigen (CEA), CA125, und alkalische Phosphatase, von der 
Zelloberfläche in den Kreislauf oder in die Aszitesflüssigkeit von Krebspatienten 
freigesetzt. Die Plasmakonzentration der löslichen Formen dieser Proteine korreliert 
häufig mit einer schlechten Prognose. Die molekulare und pathologische Basis für 
dieses Phänomen ist jedoch noch vollkommen unbekannt. In pathologischen 
Situationen wie z.B. bei verschiedenen Krebsarten wie Ovarialkarzinom, Lungenkrebs,
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 Leukämie, Darmkrebs und Brustkrebs erhöht sich der Gehalt an s-uPAR dramatisch 
(Pedersen et al., 1993; Mizukami et al., 1995; Pappot et al., 1997; Stephens et al., 
1997; Mustjoki et al., 1997; de Witte et al., 1998; Sier et al., 1998; Wahlberg et al., 
1998). s-uPAR stellt einen wertvollen Prognosefaktor bei Darmkrebs (Stephens et 
al.,1999), Brustkrebs (Riisbro et al., 2002) und beim Multiplen Myelom (Rigolin et al., 
2003) dar. Die möglichen malignen Funktionen der uPAR-Freisetzung bzw. von s-
uPAR sind jedoch noch weitgehend unbekannt. 
 
1.6. GPI-Ankerspaltung durch GPI-spezifische Phospholipase D 
 
uPAR, welcher auf der Oberfläche von menschlichen ovarialen Krebszellen exprimiert 
wird, wird in vitro durch Spaltung der GPI-Verankerung freigesetzt. Diese 
Ankerspaltung wird durch ein hoch spezifisches Enzym, die zelluläre 
glykosylphosphatidylinositol-spezifische Phospholipase D (GPI-PLD), katalysiert 
(Wilhelm et al., 1999; Brunner et al., 1994; Metz et al., 1994).  
Es sind zurzeit drei menschliche Isoformen der GPI-PLD im Serum, in der Leber und 
im Pankreas identifiziert worden (Davitz et al., 1989). Diese Isoenzyme sind 
überwiegend homolog (zu über 90% gleiche Sequenz), unterscheiden sich aber 
deutlich von allen anderen Phospholipasen. Im Gegensatz zu anderen Phospholipasen 
ist die GPI-PLD hoch spezialisiert auf die GPI-Verankerung und spaltet keine anderen 
Phospholipide (Xie and Low, 1994). Das Enzym wird von einer Vielzahl von Zellen wie 
Keratinozyten, Stromazellen des Knochenmarks und Tumorzellen exprimiert und 
sezerniert (Xie et al., 1993; Brunner et al., 1994; Metz et al., 1994; Xie and Low, 1994; 
Deeg and Verchere, 1997).  
Aus der Hydrolyse des GPI-Ankers  von uPAR resultiert neben dem s-uPAR als 
zweites Spaltprodukt die Phosphatidsäure (Phosphatidic acid (PAc)), welche auch in 
Zellmedium freigesetzt wird (Brunner et al., 1994). PAc und auch das Derivat, die 
Lysophosphatidsäure (Lysophosphatidic acid, (LPA)), sind mögliche bioaktive Lipide 
(Mills and Moolenaar, 2003). Der Gehalt von LPA (wie auch der von s-uPAR) ist stark 
erhöht im Blut und Aszitesflüssigkeit von Patientinnen mit Ovarialkarzinomen (Xu et al., 
1998) und stimuliert durch Induktion der Angiogenese über Erhöhung der Expression 
des Vascular endothelial growth factors (VEGF) das Wachstum ovarialer Tumore 
(Hu et al., 2001). 














Abbildung 2: Der GPI-verankerte uPAR 
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Die GPI-PLD- katalysierte Hydrolyse der GPI-Verankerung könnte also ein Ereignis 
von genereller biologischer Bedeutung sein. Dadurch könnten lösliche Formen von 
GPI-verankerten Tumormarkern in vivo generiert und auch möglicherweise die 
biologische Funktion GPI-verankerter Proteine über die Bildung funktionell distinkter 
löslicher Kompetitoren reguliert werden. Als initiales Spaltungsprodukt durch GPI-PLD 
kann die so gebildete PAc Zellwachstum erleichtern. Des Weiteren entsteht aus ihr die 





Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass die Ausbildung eines malignen 
Phänotyps mit den damit verbundenen Fähigkeiten der Tumorzellen zur 
Tumorprogression und Metastasierung das klinische Hauptproblem in der 
Tumortherapie darstellt. Ein entscheidender Schritt bei der Invasion und 
Metastasierung ist die Überwindung von Gewebsbarrieren durch ECM-abbauende 
Proteinasen. 
 
Beim Gewebsabbau nimmt die proteolytische Kaskade der Plasminogenaktivierung, 
die für die Tumorzellinvasion menschlicher Ovarialkarzinomzellen in vitro 
verantwortlich ist, eine bedeutende Stellung ein. uPAR vermittelt die 
oberflächenassoziierte Plasminogenaktivierung, wodurch dessen wichtige Rolle bei der 
Regulierung der Zelloberflächenaktivität von uPA und der zellulären Lokalisation 
extrazellulärer Proteolyse deutlich wird. Durch die Freisetzung des uPAR von ovarialen 
Krebszellen mittels der spezifischen GPI-PLD entsteht biologisch aktiver, löslicher s-
uPAR. s-uPAR ist im Plasma von Tumorpatienten sowie in Zysten- und 
Aszitesflüssigkeit von Ovarialkarzinompatientinnen vorhanden, wobei die 
Konzentration des löslichen Rezeptors mit der Malignität der Erkrankung korreliert und 









Die Hypothese der vorliegenden Studie ist, dass die hydrolytische GPI-Ankerspaltung 
durch die GPI-PLD ein zentrales Ereignis bei der Regulation des malignen 
Tumorphänotyps ist. Die GPI-PLD-katalysierte GPI-uPAR-Hydrolyse erzeugt biologisch 
aktive Spaltprodukte (s-uPAR und PAc), die maligne Zellfunktionen wie z.B. 
Proteolyse, Gewebsabbau und Invasion über verschiedene Mechanismen hoch 
regulieren: 
 
- Durch GPI-Ankerspaltung freigesetzter, löslicher s-uPAR bindet an 
Bindegewebskomponenten (ECM) in biologisch aktiver Form. 
-  ECM-Bindung von s-uPAR induziert eine Verschiebung von lokalisierter 
Zelloberflächenproteolyse zu einer ausgedehnteren, effektiveren 
Bindegewebs-assoziierten Proteolyse. 
-  GPI-Ankerspaltung induziert (wahrscheinlich über die Bildung des 
biologisch aktiven Lipids PAc) eine verstärkte Expression von GPI-
uPAR an der Zelloberfläche („positive feedback regulation“) und damit 




Um einzelne Aspekte der obigen Hypothese zu validieren, wurde folgende 
experimentelle Strategie gewählt: 
 
 - Knock-down der zellulären GPI-PLD-Expression durch 
  - stabile antisense cDNA-Expression 
  - transiente RNA-Interferenz (RNAi) 
 - Enzymatischer Nachweis einer reduzierten Bildung von Oberflächen- 
  Plasmin durch GPI-PLD-Knockdown 
 - Detektion von ECM-gebundenem s-uPAR und Reduktion durch GPI- 
   PLD-Knockdown 
 - Enzymatischer Nachweis einer reduzierten Bildung von ECM-  
   assoziiertem Plasmin durch GPI-PLD-Knockdown 
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2.3. Erwartete Ergebnisse und potentielle Relevanz 
 
Wenn sich die Hypothese bestätigt, wird die Blockierung der GPI-Anker-Spaltung 
durch „GPI-PLD gene targeting“ eine Verringerung der 
 - uPAR-Freisetzung von der Zelloberfläche und uPAR-Bindung an ECM  und 
 - Oberflächen- und perizelluläre Proteolyse 
zur Folge haben und damit auch Bindegewebsabbau und Tumorinvasion inhibieren. 
 
Dies würde bedeuten, dass GPI-PLD-Expression ein invasionsförderndes 
Metastasierungsprogramm in Tumorzellen anschaltet. Die funktionellen Komponenten 
dieses Systems (GPI-PLD selbst sowie die GPI-uPAR-Spaltprodukte s-uPAR und PAc) 
haben daher potenzielle prognostische Aussagekraft bezüglich des klinischen Verlaufs 
der Krankheit und stellen potenzielle Targets für neue, molekular ausgerichtete 
Tumortherapieansätze dar. 
 
3. Material und Methoden 
 
Im Folgenden sollen die in dieser Studie verwendeten Methoden sowie die für die 
Untersuchungen zur Hilfe genommenen Materialien im Einzelnen dargestellt und näher 
erläutert werden. Alle in dieser Arbeit vorgestellten Experimente durften 
freundlicherweise im Labor von Dr. Georg Brunner in der Abteilung Tumorforschung 






Aprotinin (6.000 KI units/mg) ICN, Eschwege, Deutschland 
Arginine Hydrochloride, cell 
culture tested 
Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
Asparagine Anhydrous, cell 
culture tested 
Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
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Bovine Serum Albumin (BSA), 
Fraction V 
PAA Laboratories GmbH, Coelbe, Deutschland 
Chloramphenicol-
Acetyltransferase (CAT)-22 small 
interfering RNA (siRNA) (5 nM) 
Qiagen, Hilden, Deutschland 
Control siRNA pool (5 nM) Perbio Science Deutschland GmbH, Bonn, 
Deutschland 
Dulbecco´s modified Eagle 
Medium (DMEM), High glucose 
(4,5 g/l) 
PAA Laboratories GmbH, Coelbe, Deutschland 
Ethylendiamintetraacetat (EDTA) KMF, Sankt Augustin, Deutschland 
Fetal Calf Serum (FCS) PAA Laboratories GmbH, Coelbe, Deutschland 
G-418, Geneticin PAA Laboratories GmbH, Coelbe, Deutschland 
L-Glutamine (Zellkultur) Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
GPI-PLD-1 siRNA (5 nM) Qiagen, Hilden, Deutschland 
Hepes-Puffer 1M Biochrom, Berlin, Deutschland 
HL-1-Medium, serum-free Sigma, München, Deutschland 
Insulin (28,7 USP units/mg), cell 
culture tested 
Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
Imubind soluble uPAR ELISA Kit 
No. 895 
American Diagnostica, Pfungstadt, Deutschland 
3,3´,5,5´Tetramethyl-benzidine 
Liquid Substrate System for 
ELISA (Tmb) 
Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
Lipofectamine 2000 Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland 
Lipofectin Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland 
Matrigel BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland 
Natriumpyruvat Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 
Opti-MEM Medium, serum-free Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland 
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Plasmin (7,5 units/mg), human American Diagnostica, Pfungstadt, Deutschland 
Plasminogen (10 units/mg) American Diagnostica, Pfungstadt, Deutschland 
p-Nitrophenyl-p-guanidinobenzoat 
(NPGB) 
Sigma, Deisenhofen, Deutschland 
RPMI 1640 m. stab. Glutamin Biochrom, Berlin, Deutschland 
Chromogenes Substrat 
S-2251, H-D-Val-Leu-Lys-pNA x 
2HCl 
Haemochrom Diagnostica, Essen, Deutschland 




American Diagnostica, Pfungstadt, Deutschland 
Tranexamsäure Sigma, Deisenhofen, Deutschland 
Triton X-100 Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland 




 Material Hersteller 
Biotinylierter Esel Anti-Chicken IgG Dianova, Hamburg, Deutschland 
Chicken anti-uPAR 10 IgY Dr. Viktor Magdolen, Frauenklinik der TU 
München, Deutschland 
Chicken Kontroll IgY R&D Systems, Wiesbaden, Deutschland 
Maus Kontroll IgG Dianova, Hamburg, Deutschland 
Maus UK 98/6 monoclonal IgG 
(blockierender anti-uPA-
Antikörper) 
Zur Verfügung gestellt von Prof. Michael Kramer 










Im Folgenden werden die verwendeten Zelllinien und die Bedingungen ihrer 
Kultivierung vorgestellt. Die Experimente mit Zellkulturen wurden unter sterilen 
Bedingungen mit Benutzung der Sterilwerkbänke (Bleymehl) durchgeführt. Alle 
Zelllinien waren auf Mykoplasma-Kontamination getestet und waren negativ. 
 
OV-MZ-13 Die Zelllinie OV-MZ-13 stammt von einer Patientin mit 
fortgeschrittenem Zystadenokarzinom des Ovars (Möbus et al., 
1992). 
Die Zellen wurden in DMEM (high glucose 4,5 g/l), welches mit 
10% FCS, 10 mM Hepes-NaOH Puffer pH 7,2, 2 mM L-Glutamin, 
1 mmol Natriumpyruvat, 116 mg/l Arginin und 36 mg/l Asparagin 
versetzt wurde, im Brutschrank1 bei 37°C und 6,5% CO2 
kultiviert. 
Die nach Transfektion2 mit cDNA entstandenen Zellpools von 
OV-MZ-13 Sense und Antisense, sowie die Klone S1-10E, S2-
8H, AS2-4B, AS2-9E wurden nach Zugabe von 800 µg/ml des 
Selektionsantibiotikums G418 (Geneticin) zum Nährmedium 
unter Standardbedingungen kultiviert. 
OVCAR-3 Die Zelllinie OVCAR-3 wurde aus maligner Aszitesflüssigkeit 
einer Patientin mit einem Adenokarzinom des Ovars isoliert 
(Hamilton et al., 1982). 
Die Zellkultur der OVCAR-3-Zellen erfolgte in RPMI 1640-
Medium, dem 20% FCS, 10 mM Hepes-NaOH Puffer pH 7,2, 2 
mM L-Glutamin und 10 µg/ml Rinderinsulin hinzugefügt wurde, 
im Brutschrank. 
                                               
 
1
 Wenn im Folgenden auf Arbeitsschritte im Brutschrank hingewiesen wird, wurde immer bei 
37°C sowie 6,5% CO2 in einer Atmosphäre von gesättigter Luftfeuchtigkeit gearbeitet. Bei 
Abweichungen dieser Vorgaben wird explizit darauf verwiesen. 
2
 Vgl. 3.2.2.1. Transfektion von GPI-PLD-cDNA in OV-MZ-13-Zellen, S. 20. 





Die Zelllinie SKOV-3 stammt ebenfalls aus der Aszitesflüssigkeit 
eines humanen Adenokarzinoms des Ovars. 
Die Zellen wurden in DMEM (high glucose 4,5 g/l), versetzt mit 
10% FCS, 10 mM Hepes Puffer pH 7,2, 2 mM L-Glutamin, 1 
mmol Natriumpyruvat, 116 mg/l Arginin und 36 mg/l Asparagin im 
Brutschrank kultiviert. 
 
3.2.1.1. Auftauen der Zellen 
Die in einem Einfrierröhrchen aufbewahrten eingefrorenen Zelllinien wurden zur 
späteren Nutzung aus dem Stickstofftank entnommen und in einem 37°C warmen 
Wasserbad aufgetaut. Der Inhalt wurde unter der Sterilbank in ein mit 25 ml 
Nährmedium gefülltes Röhrchen gegeben und bei 1200 RPM 5 min zentrifugiert 
(Zentrifuge der Firma Hettich). Nach Abnehmen des Überstandes wurde das Zellpellet 
mit 10 ml Nährmedium resuspendiert, in eine 10 cm-Petrischale ausplattiert und zur 
Inkubation in den Brutschrank gegeben. 
 
3.2.1.2. Kultivierung der Zellen 
Die Zelllinien wurden in 10 cm-Petrischalen in den oben beschriebenen Nährmedien im 
Brutschrank kultiviert. 
Das Wachstumsverhalten war aus Vorversuchen des Labors bekannt und die 
Wachstumsdichte der Zellen wurde mittels Mikroskop (von der Firma Wild) kontrolliert. 
 
3.2.1.3. Passagieren der Stammkulturen 
Für das Passagieren der Stammkulturen wurde das Medium der betreffenden 10 cm-
Petrischale mittels Pasteur-Pipette und Vakuumpumpe entfernt. Nach Zugabe von 3 ml 
einer 0,25%Trypsin-0,02%EDTA-Lösung erfolgte die Inkubation der Zellen im 
Brutschrank bis zu deren Ablösung, welche unter dem Mikroskop kontrolliert wurde. 
Das Trypsin-EDTA-Zellen-Gemisch wurde zusammen mit 7 ml Nährmedium für 5 min 
bei 1200 RPM zentrifugiert. Nach Verwerfung des Überstandes erfolgte die 
Resuspension des Zellpellets mit 7,5 ml frischem Nährmedium und die entsprechende 
Verteilung auf die mit Nährmedium befüllten Petrischalen nach bekanntem 
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Verdünnungsschema. Die Petrischalen mit den neu passagierten Zelllinien wurden 
daraufhin im Brutschrank inkubiert. 
 
3.2.2. Transfektionsexperimente mit Ovarialkarzinomzellen 
 
Um die biologische Funktion von GPI-PLD bzw. der uPAR-GPI-Ankerspaltung zu 
studieren, wurde die GPI-PLD-Expression durch Transfektion GPI-PLD-spezifischer 
DNA/RNA-Konstrukte transient oder stabil moduliert. 
 
3.2.2.1. Stabile Transfektion von GPI-PLD-cDNA in OV-MZ-13-Zellen 
Durch stabile Transfektion eines antisense-cDNA-Konstrukts (spezifisch für GPI-PLD) 
wurden Zellen isoliert, in denen die mRNA-Expression des Enzyms dauerhaft blockiert 
war. Aus der OV-MZ-13–Zelllinie wurden Mischpools von stabil transfizierten GPI-PLD-
Antisense- und Sense-Transfektanten (nach Wilhelm et al., 1999) sowie die Klone S1-
10E, S2-4B, AS2-8H, AS2-9E im Labor hergestellt und für die Experimente zur 
Verfügung gestellt. 
Für die stabile Transfektion wurde ein GPI-PLD cDNA-Fragment (mit der Länge von 
940 Basenpaaren und Nukleotidposition 1-940) mittels Polymerasenkettenreaktion 
(PCR) isoliert und in den pRc/RSV-Vektoren in 3´- 5´-Richtung (Antisense) sowie in 5´-
3´-Richtung (Sense) kloniert. Diese Konstrukte wurden mittels Liposomen (Lipofektin) 
in OV-MZ-13-Zellen transfiziert, und die Kulturen wurden nach 24 h mit frischem 
DMEM mit 10% FCS aufgefüllt. Zur Selektion von stabilen Transfektanten wurde dem 
Zellkulturmedium nach drei Tagen Geneticin (G418, in einer Endkonzentration von 1 
mg/ml) beigefügt. Es entstanden Sense- und Antisense-Mischpopulationen von G418-
resistenten Transfektanten, wobei die Antisense-Transfektanten eine deutlich 
geringere Enzymaktivität der GPI-PLD und weniger uPAR-Freisetzung aufwiesen 
(Wilhelm et al., 1999). 20 Klone jedes Zellpools (Antisense- und Sense-
Transfektanten) wurden isoliert und anhand der uPAR-Freisetzung bezüglich ihrer GPI-
PLD-Aktivität charakterisiert. Zwei Klone jedes Pools wurden für weitere Experimente 
ausgewählt: S1-10E, S2-4B, AS2-9E, AS2-8H. 
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3.2.2.2. Transiente Transfektion von GPI-PLD-1-siRNA in OV-MZ-13-Zellen 
 
Durch transiente Transfektion von GPI-PLD-spezifischer siRNA wurde die mRNA-
Expression des Enzyms in Ovarialkarzinomzellen vorübergehend blockiert (Vgl. Abb. 
4). Vorbereitend wurde nach dem Passagieren der Zelllinie OV-MZ-13 eine definierte 
Zellsuspension mit 7,5 x 104 Zellen/ml hergestellt, indem die Zellzahl der 
Ursprungskultur mit Hilfe der Neubauer-Zählkammer unter dem Mikroskop bestimmt 
und anschließend entsprechend mit Nährmedium verdünnt wurde. Nach Verteilung der 
Suspension auf jeweils vier 60-mm-Petrischalen enthielt eine Schale 3x105 Zellen in 4 
ml Nährmedium und wurde für 24 h im Brutschrank inkubiert, bis sie ca. 50% 
Konfluenz zeigte. Zu einer Hälfte der Schalen wurde GPI-PLD-1-siRNA, zu der 
anderen CAT-siRNA (als Negativkontrolle) übertragen, so dass eine Endkonzentration 
von 100 pmol der jeweiligen siRNA in 2 ml serumfreiem DMEM pro Schale vorlag. 
Dafür wurde zum einen eine Lösung von siRNA und serumfreiem DMEM, zum anderen 
eine Lösung von Lipofektamin und serumfreiem DMEM hergestellt und für 5 min bei 
Raumtemperatur (RT) inkubiert. 
Die Lipofektaminkonzentration wurde so gewählt, dass sie später 4 µg/ml betrug. Vor 
der Übertragung auf die Zellen erfolgte Mischung und Inkubation von der jeweiligen 
siRNA mit Lipofektamin für 20 min bei RT. Die Transfektion der jeweiligen siRNA 
benötigte 5 h im Brutschrank. Die so behandelten Zellen wurden bis zur weiteren 
Verwendung im Brutschrank in Normalmedium für OV-MZ-13-Zellen kultiviert. 
Entweder erfolgte 48 h nach Transfektion der Nachweis der Plasminbildung in 
Zellkulturen3 oder 24 h nach Transfektion die Übertragung der Zellen in 





                                               
 
3
 Vgl. hier und im Folgenden 3.2.3. Plasminbildung in Zellkulturen S. 23. 
4
 Vgl. hier und im Folgenden 3.2.5. Die Bindung von s-uPAR an extrazelulläre Matrix S. 29. 
5 Zur Optimierung der Transfektionsmethode wurde bei Versuchen zur s-uPAR-Bindung    an 
extrazelluläre Matrix (3.2.5.) und zur Freisetzung von uPAR (3.2.4.) die siRNA in Opti-MEM I 
gelöst  und die Konzentration der siRNA auf 500 pmol pro Petrischale erhöht bzw. 50 pmol/Well 
einer 24-Loch-Platte gewählt. Die anschließende Transfektion wurde auch in  Opti-MEM I 
durchgeführt und das Volumen insgesamt auf 5 ml pro Schale gesteigert bzw. jedes Loch mit 
500 µl Endvolumen befüllt. Des Weiteren ersetzte ein Control-siRNA-Pool die CAT-siRNA. 


























Abbildung 3: Transiente Transfektion von  siRNA (RNA-Interferenz) 
 
Die doppelsträngige RNA (dsRNA) wird in das Zytoplasma eingebracht und dort in kurze 
doppelsträngige Fragmente (21-23 bp siRNAs) gespalten. Die siRNAs assoziieren mit dem 
RISC-Komplex (RNA-induced silencing complex) und werden in Einzelstränge separiert. Der 
RISC-Komplex bindet mit der antisense siRNA an komplementäre Basenpaare der Ziel-mRNA 
und spaltet diese mRNA mittels seiner katalytischen Komponente mit der Folge der Blockade 
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3.2.3. Plasminbildung in Zellkulturen 
 
Die Plasminbildung in Zellkulturen wurde über die enzymatische Aktivität von Plasmin 
bestimmt. In eine 96-Well-Platte für die Zellkultur (Peter Oehmen GmbH, Essen, 
Deutschland) wurden 2x104 Zellen pro Well in jeweils 100 µl Normalmedium 
ausplattiert. Pro Zelllinie und Kontrolle, welche aus jeweils 100 µl Normalmedium 
(ohne Zellen) bestand, wurden Doppelproben gewählt und für 24h im Brutschrank 
inkubiert. Anschließend wurde das Medium im Überstand entfernt und die Löcher 
jeweils zweimal mit 100 µl Normalmedium gewaschen. Danach folgte ein 
Plasminenzymassay6 zur Erfassung der biologischen Aktivität von an der 
Zelloberfläche oder Bindegewebe gebundenem uPAR, der die Plasminogenaktivierung 
vermittelt. 
Nicht nur dieser Versuch, sondern auch die im Folgenden beschriebenen Versuche 
wurden für jede Zelllinie jeweils dreimal wiederholt. 
 
3.2.3.1. Plasminassay 
Die enzymatische Aktivität von Plasmin wurde über die Spaltung eines spezifischen 
chromogenen Substrats bestimmt, bei der ein gelbes Produkt erzeugt wird (Vgl. Abb. 
5). Die Durchführung des Plasminassays (Brunner et al., 1998) erfolgte in einer 96-
Well-Platte. Zur Bestimmung der Plasminaktivität in Zellkulturen wurde der 
Plasminassay in Normalmedium durchgeführt. Um die Plasmin-spezifische Proteolyse 
später ermitteln zu können, wurde zu der Hälfte der Proben der Plasmininhibitor 
Aprotinin in einer Konzentration von 20 µg/ml hinzugefügt. Zum Starten des Assays 
wurde das chromogene Substrat S-22517 für Plasmin in der Endkonzentration 0,4 
mg/ml benötigt. Das Endvolumen der Proben, die in Duplikaten angesetzt wurden, 
betrug 100 µl: 80 µl Probe (bzw. Medium als Negativkontrolle) und 20 µl S-2251. Die 
Assayzeit betrug 8 h. Die durch die Substratumsetzung entstandene Farbintensität 
wurde mittels Mikrotiterplatten-Photometer bei E 405 nm bestimmt. Zur Ermittlung der 
optimalen Reaktionsbedingungen für Plasmin wurden Standardkurven verwandt, wobei 
                                               
 
6
 Vgl. hier und im Folgenden 3.2.3.1 Plasminassay, S. 23. 
7
 Herstellung durch Verdünnung der Stammlösung mit Assaypuffer. Der Assaypuffer hier und 
im Folgenden bestand aus: 20mM Tris-HCl, pH 7,4, 60mM NaCl, 0,1% Triton X-100, 0,05-0,1% 
Natriumazid. 
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die Standardproben in der gleichen Weise behandelt wurden. Der Assay war bis zu 
































Abbildung 5: Typische Standardkurve für Plasmin (mU/mg)/ E 405 (2 h) 
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3.2.4. Freisetzung von uPA und uPAR 
 
Die Freisetzung von GPI-uPAR von der Zelloberfläche wurde über die Quantifizierung 
des löslichen s-uPAR im Zellüberstand bestimmt. 
Pro Zelllinie wurden von drei verschiedenen Passagen jeweils Duplikate in eine 24-
Well-Platte (BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland) mit 105 Zellen pro Loch in 500 
µl Normalmedium ausplattiert und über Nacht im Brutschrank inkubiert. Nach 
dreimaligem Waschen mit serumfreiem DMEM-Medium erfolgte die Inkubation mit 
jeweils 250 µl HL-1 Medium8, versetzt mit 10 mM Hepes und 2 mM L-Glutamin, oder 
mit 250 µl FCS-haltigem DMEM9 für 24 h im Brutschrank. Anschließend wurden die 
Überstände abgenommen, pro Zelllinie gepoolt und, um etwaige Zellen unbeschadet 
aus dem Überstand auszusondern, zunächst bei 250 g für 10 min bei RT zentrifugiert. 
Der hier wiederum entstandene Überstand wurde abgenommen und zur Abtrennung 
von Zelltrümmern und Partikeln daraufhin nochmals 5 min bei 12.000 g und 4°C 
zentrifugiert. Die entstandenen Überstände wurden mit 0,1% Triton X-100 versetzt und 
entweder in einem Plasminogenaktivator(PA)-Assay (siehe 3.2.4.1.) oder in einem 
Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) (siehe 3.2.4.2.) analysiert. Für den 
Enzymassay wurden die Proben jeweils 1:10 in HL-1 Medium verdünnt. 
 
3.2.4.1. Plasminogenaktivator-Assay (PA-Assay) 
Für den PA-Assay wurden den Proben entweder die Antikörper Maus IgG (5 µg/ml) als 
Kontrolle, UK98/6 (5 µg/ml) (Meissauer et al., 1991) als ein neutralisierender 
Antikörper gegen humanen uPA oder kein Antikörper zugesetzt. 
Die enzymatische Aktivität von PA wurde über die Aktivierung des inaktiven 
Proenzyms Plasminogen zu Plasmin sowie die nachfolgende Spaltung des 
chromogenen Plasminsubstrats S-2251 bestimmt (gekoppelter Enzymassay) 
(indirekter Chromogentest; modifiziert nach Zaoui et al., 1984) (Vgl. Abb. 7). Das 
Endvolumen pro Probe, die in Duplikaten angesetzt wurden, betrug 100 µl. Versetzt 
mit S-2251 in der Konzentration von 0,4 mg/ml pro Loch, wurden die Proben für 10 min 
im Brutschrank vortemperiert.  
                                               
 
8
 Herstellung der Überstände erfolgte in serumfreiem HL-1 Medium, wenn im Anschluss ein PA-
Enzymassay (vgl. hier und im Folgenden 3.2.4.1.,S.25) folgen sollte. 
9
 Herstellung der Überstände in FCS-haltigem DMEM, wenn anschließend mit den Proben ein 
ELISA (Vgl. hier und im Folgenden 3.2.4.2., S.27) durchgeführt wurde. 




































Abbildung 7: Typische Standardkurve für uPA (U/ml) / E 405 (1h) 
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Der Assay wurde mit 0,5 U/ml Plasminogen pro Well gestartet und für 35 min im 
Brutschrank inkubiert. Der Substratumsatz und damit indirekt die Aktivität von uPA 
wurde im Mikrotiterplatten-Photometer bei E 405 nm ermittelt. Zu den Kontrollproben 
wurde kein Plasminogen hinzugefügt. Zur Ermittlung der optimalen 
Reaktionsbedingungen für uPA wurden Standardkurven verwandt, wobei die 
Standardproben in der gleichen Weise behandelt wurden. Der Assay war bis zu einem 
Absorptionswert von ca. 1,0 linear (Vgl. Abb. 8). 
 
3.2.4.2. ELISA für s-uPAR in Zellkulturüberständen 
Alternativ wurde versucht, löslichen s-uPAR im Zellüberstand immunologisch (als 
Proteinantigen) im Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) nachzuweisen (Vgl. 
Abb. 9). Es erfolgte die Zugabe von biotinylierten Antikörper. Um den Antikörper-
Enzym-Detektions-Komplex zu vervollständigen wurde noch das Imubind 
Enzymkonjugat (Streptavidin konjugierte horseradish peroxidase (HRP)) hinzugefügt. 
Für eine blaue Färbung der Lösung folgte die Zugabe von Imubind Substrat 3,3´,5,5´- 
Tetramethylbenzidine, welches dafür mit HRP reagierte. Die enzymatische Reaktion 
wurde durch Zugabe von 0,5 N H2SO4 gestoppt und zur Quantifizierung von s-uPAR 
die Absorption bei 405 nm im Mikrotiterplatten-Photometer bestimmt. 
 
3.2.5. Bindung von s-uPAR an extrazelluläre Matrix und uPAR-
vermittelte Plasminogengenerierung 
 
Zur Bestimmung der Bindung von s-uPAR an Matrix wurden die Zellen räumlich 
getrennt (in Zellkultur-Inserts) mit bindegewebsähnlichen Substraten co-kultiviert (Vgl. 
Abb. 10). Als Substrat diente der Basalmembranextrakt Matrigel. Zu Beginn wurden in 
Membraneinsätze für 24-Loch-Platten (mit 0,4 µm Porengröße, Merck KGaA, 
Darmstadt, Deutschland) jeweils 2x104 Zellen in 1 ml Normalmedium (pro Zelllinie vier 
Proben) ausplattiert und für 24 h bei 37°C und 6,5% CO2 inkubiert. Der 
Basalmembranextrakt Matrigel wurde bei 4ºC über Nacht aufgetaut und mit gekühlten 
sterilen Pipetten in die Wells einer gekühlten 24-Well-Platte appliziert. Pro Zelllinie 
wurden in vier Wells der 24-Well-Platte jeweils 50 µl Gel für 1 h bei RT polymerisiert.







Abbildung 8: Schema Enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) 
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Es folgte zunächst eine Vorbehandlung der Gele: Die Inkubation mit 1 ml 2 µM p-
Nitrophenyl-p-Guanidinobenzoat10 (NPGB) (Brunner et al., 1998) im Brutschrank diente 
der Inaktivierung von gegebenenfalls im Gel vorhandenem Rezeptor-gebundenem 
uPA. Nach dreimaligem Waschen mit jeweils 1 ml/Well Normalmedium für 10 min im 
Brutschrank folgte die Elution von endogenem Plasmin/Plasminogen von 
Lysinbindungsstellen im Substrat mit 1 ml 3 mM Tranexamsäure (in HL-1 Medium) pro 
Well für 30 min im Brutschrank. Vor der Übertragung der Inserts mit den Zellen in die 
Substrat-Wells wurden die Gele dreimal mit 1 ml/Well Normalmedium für jeweils 
10 min inkubiert. Zu der Hälfte der Proben wurden dem Normalmedium (1 ml/Well) 
20 µg/ml Aprotinin11 hinzugefügt. Als Kontrolle dienten Gele, die in gleicher Weise 
vorbehandelt, denen jedoch keine Inserts mit Zellen übertragen wurden, um einen im 
Gel verbliebenen Hintergrund proteolytischer Aktivität ermitteln zu können. Nach 24 h 
Inkubation im Brutschrank wurden die Membraneinsätze entnommen und alle Gele 
einmal mit 1 ml/Well Normalmedium für 10 min im Brutschrank inkubiert.  
 
3.2.5.1. uPAR-vermittelte Plasmingenerierung in extrazellulärer Matrix 
Matrixgebundener s-uPAR wurde über seine biologische Aktivität nachgewiesen, d.h. 
über die uPA-vermittelte, matrixassoziierte Generierung von Plasmin. Zu diesem 
Zweck wurde aus den Gelen eine Elution von Plasmin in Assaypuffer12 nach Zugabe 
zu der Hälfte der Proben von 20 µg/ml Aprotinin und 3 mM Tranexamsäure 
durchgeführt. Die Elutionszeit für die Gele betrug 2 h. Anschließend wurden jeweils 
100 µl Probe von der 24- auf eine 96-Loch-Platte übertragen und für insgesamt 8 h 
Assayzeit die Plasminaktivität über die optische Dichte bei E 405 nm in einem 
Mikrotiterplatten-Photometer bestimmt 
 
3.2.5.2. ELISA für matrix-gebundenen uPAR 
Alternativ wurde versucht, matrixgebundenen s-uPAR immunologisch (als 
Proteinantigen) im ELISA nachzuweisen. Zum Nachweis von ECM gebundenem 
s-uPAR wurde nach der Methode 3.2.5. verfahren, jedoch anstatt der Plasminelution 
ein ELISA durchgeführt. Nach Entfernung der Inserts wurden die Gele mit 5% BSA- 
                                               
 
10
 NPGB gelöst in HL-1 Medium mit 0,1% BSA versetzt. 
11
 Vgl. Plasminassay 3.2.3.1., S. 23. 
12
 Für die Zusammensetzung vgl. Plasminassay 3.2.3.1., S. 23. 
Material und Methoden                                                                                                  29 
 
 
und 5% Eselserum-haltigem DMEM (1 ml/Well) für 2 h im Brutschrank inkubiert, um 
freie Proteinbindungsstellen zu blockieren. Anschließend folgte viermaliges Waschen 
der Gele mit 1 ml/Well Imubind wash buffer (jeweils für 2 min). Die Antikörper Chicken 
anti-uPAR 10 IgY und Chicken Kontroll-IgY wurden jeweils in einer Konzentration von 
1 µg/ml in 5% BSA-haltigem DMEM eingesetzt. Für jeden Antikörper wurden 
Doppelproben pro Zelllinie angesetzt. Die Gele wurden mit 200 µl/Loch 
Antikörperlösung für 1 h bei RT inkubiert. Vor der Zugabe von 200 µl/Well 
biotinyliertem Esel Anti-Chicken IgG für 1 h bei RT erfolgte zunächst viermaliges 
Waschen mit 1 ml/Well Imubind wash buffer (jeweils für 2 min). Das biotinylierte Esel 
Anti-Chicken IgG (in der Konzentration 0,39 mg/ml der Stammlösung) wurde 1:2x104 in 
mit 5% BSA versetztem DMEM verdünnt. Nach der Inkubation schloss sich wieder 
viermaliges Waschen mit 1 ml/Well Imubind wash buffer (jeweils für 2 min) an und es 
folgte eine einstündige Inkubation bei RT mit 200 µl Imubind Enzymkonjugat 
(Streptavidin konjugierte horseradish peroxidase (HRP))  welches zuvor in 5% BSA-
haltigem DMEM 1:1x103 verdünnt wurde. Nach erneutem viermaligen Waschen mit 1 
ml/Well Imubind wash buffer (jeweils für 2 min) wurden 200 µl/well des Imubind 
Substrats 3,3´, 5,5´ Tetramethylbenzidine hinzugefügt. Die Inkubation wurde beendet 
als sich eine bläuliche Färbung einstellte. Die enzymatische Reaktion wurde durch 
Zugabe von 100 µl/well 1 N H2SO4 gestoppt und anschließend die Probe aus je einem 
Loch der 24-well-Platte als Doppelproben mit jeweils 100 µl in eine 96-well-Platte 
überführt. Die Absorption wurde innerhalb von 30 min bei 405 nm im Mikrotiterplatten-
Photometer bestimmt. 
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Um die Funktion der uPAR-GPI-Ankerspaltung bei der Regulation der 
Plasminogenaktivierung zu studieren, wurden Messungen des freigesetzten s-uPAR 
sowie der Plasmingenerierung durchgeführt. 
 
4.1. GPI-PLD-Regulation der Plasminbildung in Zellkulturen 
 
Um die Rolle der GPI-PLD-vermittelten uPAR-GPI-Ankerspaltung bei der Regulation 
der Plasminogenaktivierung zu studieren, wurde die GPI-PLD-Expression durch stabile 
Antisense-cDNA-Transfektion oder durch transiente RNAi supprimiert. Die 
Plasmingesamtaktivität in den transfizierten Kulturen wurde in einem chromogenen 
Enzymassay bestimmt. 
Der Nachweis der Plasminbildung in Zellkulturen wurde für die gepoolten cDNA-
Transfektionspopulationen OV-MZ-13-Sense (Negativkontrolle) und -Antisense, die 
Klone S1-10E/S2-4B (Negativkontrollen) und AS2-9E/AS2-8H, die mit siRNA 
transfizierten OV-MZ-13 sowie für die nicht-transfizierten Zelllinien OVCAR-3 und 
SKOV-3 erbracht. Die Reaktion von Plasminogen zu Plasmin wurde dabei zum einen 
durch an der Zelloberfläche rezeptor-gebundenen uPA und zum anderen durch in das 
Medium abgegebenen uPA katalysiert und mittels des chromogenen Plasminsubstrats 
S-2251 nachgewiesen. Die plasminspezifische Proteolyse wurde durch Bestimmung 
desjenigen Anteils der Gesamtaktivität ermittelt, der mit dem Plasmininhibitor Aprotinin 
hemmbar ist. Der Anteil der plasminspezifischen Proteolyse an der Gesamtaktivität lag 
in der Regel in einem Bereich von 35-51% (42,2% [Klon S2-4B] - 51,4% [OV-MZ-13-
Sense] und 35% [Klon AS2-8H] - 48,7% [OV-MZ-13-Antisense]). Der restliche Anteil ist 
wahrscheinlich auf Substratspaltung durch andere Proteasen zurückzuführen (oder 
unvollständige Hemmung durch Aprotinin). 
 
Wilhelm at al. (1999) konnten nachweisen, dass uPAR bei sechs ovarialen 
Krebszelllinien aktiv von der Zelloberfläche freigesetzt wurde, wobei die Freisetzung 
von uPAR nicht mit der Expression des Rezeptors auf der Zelloberfläche korrelierte. 
Die Entstehung von s-uPAR ist auf die Spaltung des GPI-Ankers zurückzuführen. 
Verantwortlich sowohl für die Freisetzung von s-uPAR durch Ankerspaltung als auch 
für die Regulation der uPAR-Expression auf der Zelloberfläche ist die zelluläre GPI-
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PLD. So zeigten Wilhelm et al. (1999), dass die Transfektion von GPI-PLD cDNA in die 
Zelllinie OV-MZ-6, die normalerweise nur eine sehr geringe GPI-PLD-Aktivität aufweist, 
zu einer ungefähr vierfach höheren uPAR-Freisetzung im Vergleich zum 
Kontrollzellpool führt. Aus weiteren Transfektionsexperimenten mit GPI-PLD-Sense 
und –Antisense cDNA in OV-MZ-13-Zellen resultierte eine 40% geringere GPI-PLD-
Aktivität und dadurch 60% geringere uPAR-Freisetzung von der Zelloberfläche des 
Zellpools der OV-MZ-13-Antisense-Transfektanten (nicht kloniert). Gleichzeitig 
verdeutlicht die Verringerung um mehr als 40% der uPAR-Expression auf der 
Zelloberfläche der Antisense-Transfektanten die Regulation auch der zellulären uPAR-
Expression durch die GPI-PLD. 
 
Die Ergebnisse meiner Studien zeigen die biologische, funktionelle Bedeutung der 
Ergebnisse von Wilhelm et al. (1999) auf: Es wurde in dieser Veröffentlichung gezeigt, 
dass die durch die Transfektion von GPI-PLD-Antisense cDNA erfolgte Regulation der 
Enzymexpression eine verminderte Expression von GPI-uPAR an der Zelloberfläche 
und eine geringere Freisetzung von s-uPAR zur Folge hat. Meine Ergebnisse belegen, 
dass dies in einer reduzierten perizellulären Plasminogenaktivierung resultiert (an der 
Zelloberflläche und im umliegenden Bindegewebe). 
 
Diese Abfolge der Zusammenhänge veranschaulichte sich für das Kompartiment der 
Zelloberfläche in der Verminderung der Plasminbildung um 22,8% in der Zellkultur der 
gepoolten Antisense-Transfektanten im Vergleich zu den Kontroll-Transfektanten (Vgl. 
Abbildung 11 A). 
 
Bei Betrachtung der nach der uPAR-Freisetzung bezüglich ihrer GPI-PLD-Aktivität 
charakterisierten Klone verdeutlichte sich ein Unterschied von ungefähr 50% 
verminderter Plasminbildung der Antisense-Klone im Vergleich zu den S1-10E-Zellen 
(Abbildung 11 B). Die S1-4B-Zellen bildeten allerdings um 36,9% weniger Plasmin in 
der Zellkultur als S1-10E, was signifikante klonale Schwankungen anzeigt. Die 
plasminspezifische Proteolyse des Klons S1-4B lag im Vergleich zu den gepoolten 
Kontroll(Sense)-Transfektanten um 26,1% niedriger und ist daher nicht als 
repräsentative Kontrolle anzusehen. Es zeigte sich auch ein Unterschied zwischen 
Antisense-Klonen und gepoolten Antisense-Transfektanten (insgesamt 25% weniger 
Plasminbildung der Antisense-Klone). 
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A: Gepoolte OV-MZ-13-Sense/Antisense-Transfektanten. 
B: Klonierte GPI-PLD Sense/Antisense-Transfektanten. 
Abbildung 10: GPI-PLD reguliert die Plasminogenaktivierung im perizellulären Raum. 
 
Darstellung der Plasminaktivität (gemessen nach 8 h bei E405) der stabil transfizierten gepoolten 
OV-MZ-13 Kontroll(S)- und Antisense(AS)-Zellen (A) sowie der Klone S1-10E/S2-4B und AS2-
9E/AS2-8H (B). Die Zellen wurden in 96-Well-Platten (2x10
4
 Zellen/well) für 24 h ausplattiert 
und gewaschen. Anschließend erfolgte die Quantifizierung der Plasminaktivität in den 
Zellkulturen mittels eines direkten chromogenen Assays mit dem Substrat S-2251. Die 
Ergebnisse sind als Mittelwerte ±  S.E.M. von 3-4 Versuchen (jeweils in Duplikaten) angegeben. 
Das Signifikanzniveau im unidirektionalen t-Test lag beim Vergleich von S1-10E mit AS2-
9E/AS2-8H für p< 0,01/0,005; der Unterschied zwischen S2-4B und AS2-9E/AS2-8H war nicht 
signifikant (p>0,05). Bei gepoolten Antisense- und Kontroll-Transfektanten war der Unterschied 
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Des Weiteren wurde zur Regulation der GPI-PLD transiente RNAi in OV-MZ-13-Zellen 
eingebracht. Die GPI-PLD siRNA sollte die Expression der GPI-PLD mRNA 
supprimieren und eine geringere Expression des uPAR auf der Zelloberfläche sowie 
weniger Abspaltung von s-uPAR in die Umgebung (Vgl. 4.2., S. 41) bewirken. 
 
Um die Regulation der zellulären GPI-PLD-Expression durch transiente RNAi zu 
verifizieren, wurden im Labor von Dr. Brunner verschiedene Kontrollexperimente (Vgl. 
Abb. 12 A und Tab. 1) durchgeführt (unveröffentlichte Daten). Zum einen konnte 
gezeigt werden, dass RNAi in den verwendeten Ovarialkarzinomzellen prinzipiell 
funktioniert und ein Gen (in diesem Fall das Luziferasegen) ausgeschaltet werden 
konnte (Vgl. Abb. 12 A). Luziferase wurde zuerst in OV-MZ-13-Zellen durch transiente 
Transfektion exprimiert (pGL3) und anschließend durch siRNA gegen Luziferase-
mRNA ausgeschaltet (pGL3 + siGL3). Als Negativkontrolle wurde siRNA gegen 
bakterielle Chloramphenicoltransferase (CAT) zugegeben (pGL3 + siCAT), die wie 
erwartet keinen Effekt zeigte. Die Suppression der Luziferaseexpression war fast 
vollständig (> 90%) (Vgl. Tab. 1). 
 
Tabelle 1: Real-Time PCR zur Bestimmung der GPI-PLD-Expression für RNAi-
Experimente mit OV-MZ-13 
 
 siRNA  
 Kontrolle (PGL3)2 GPI-PLD (PLD-1) Knockdown (%) 
GPI-PLD-
Expression (mRNA 
Kopienzahl in 100 
ng total RNA1) 
811 130 84,0 
615 28 95,4 
636 70 89,0 




 PCR-Ansatz: 20-50 µl, 100 ng total RNA 
2  
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1.534          990           455 
mRNA-Kopien  
 
Abbildung 11: RNAi der GPI-PLD mRNA-Expression. 
 
Darstellung von OV-MZ-13-Zellen (3x10
5
 Zellen/6-cm-Schale) transient transfiziert mit dem 
Luziferase-Expressions-Konstrukt, pGL3 (A), oder Wild-Typ-Zellen (B) inkubiert für 48 h (A) 
oder 72 h (B) mit siRNAs (40 nM) spezifisch für Luziferase (A), GPI-PLD (B), oder CAT 
(Negativ-Kontrolle in A und B). Luziferase-Akitivität in Zelllysaten wurde mittels der Substrate 
ATP und Luciferin bestimmt, und GPI-PLD mRNA-Expression wurde mittels der kompetitiven 
RT-PCR (He et al. 2002) nachgewiesen. Dargestellt sind die Mittelwerte +/- S.E.M. aus jeweils 









Abbildung 12: Standardkurve der semi-quantitativen kompetitiven PCR. 
Verdünnungsreihe von konstanten Mengen eines kompetitiven GPI-PLD cDNA Templates und 
einer Serie von 1:4-Verdünnungen (von links nach rechts: 55 bis 900,000 Kopien) natürlicher 
humaner GPI-PLD cDNA der Leber als Templates für die PCR. Die PCR-Produkte wurden in 
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Zum anderen wurde in einem ähnlichen Kontrollexperiment die Effizienz der RNAi für 
GPI-PLD überprüft (Vgl. Abb. 12 B). Die GPI-PLD-Expression wurde dabei über die 
Bestimmung der mRNA-Menge in einer kompetitiven Reverse-Transkriptase-
Polymerase Chain Reaction (RT-PCR) (Vgl. He et al., 2002) gemessen: Dafür wurde 
das endogene Template (zelluläre GPI-PLD-mRNA bzw. umgeschriebene cDNA, 
Produkt in der PCR: 416 Basenpaare) mit einem selbstkonstruierten exogenen 
kompetitiven Template (GPI-PLD cDNA-Stück mit einem DNA-Insert, Produkt in der 
PCR: 754 Basenpaare) gemischt. Aus dem Verhältnis der beiden Produkte lässt sich 
anhand einer Standardkurve (Beispiel siehe Abb. 13) die GPI-PLD mRNA-Kopienzahl 
ablesen. Demgemäß zeigte sich, dass in der nicht-transfizierten Kontrolle (Control) und 
der Kontrolltransfektion (siCAT) etwa gleiche Mengen an GPI-PLD mRNA (1.534 und 
990 mRNA-Kopien) vorlagen. In der spezifischen siPLD-Transfektion war deutlich 
weniger GPI-PLD mRNA (455 mRNA-Kopien) vorhanden und zeigt, dass die GPI-PLD-
Expression durch transiente RNAi erfolgreich supprimiert werden konnte. 
 
In einem weiteren Kontrollexperiment wurde im Labor von Dr. Brunner die Effizienz der 
RNAi für GPI-PLD durch quantitative Real-Time RT-PCR bestimmt. Die Real-Time 
PCR erlaubt die exponentielle Amplifikation von kurzen cDNA-Sequenzen bei 
gleichzeitigem Monitoring und Quantifizierung, so dass Rückschlüsse auf die Menge 
der in den Proben enthaltenden mRNA gezogen werden können. Dafür werden die zu 
untersuchenden Zellen zunächst lysiert, die RNA isoliert und die Konzentration der 
RNA mit Hilfe eines Spektrometers gemessen. Da die RNA nicht als Template für die 
PCR genutzt werden kann, erfolgt  die Reverse Transkription durch Reverse-
Transkriptase in cDNA. In der Real-Time PCR werden dann kurze cDNA des 
gewünschten Target-Gens (in diesem Fall GPI-PLD) amplifiziert. Dabei bindet außer 
den target-spezifischen beiden Primern (Sense und Antisense) auch eine weitere 
DNA-Sonde an die Targetsequenz, die ein Fluorophor am 3`-Ende und eine Quencher 
am 5`-Ende trägt. So lange die Sonde intakt ist, kann keine Fluoreszenz gemessen 
werden. Die 5´-Nucleaseaktivität der Taq-DNA-Polymerase bewirkt schließlich die 
Separation der Sonde von der Targetsequenz und generiert ein Fluoreszenzsignal, 
welches gemessen werden kann. Die Ergebnisse bestätigen, dass der Knockdown der 
GPI-PLD mRNA durch RNAi sehr effektiv war und bei etwa 90% lag. 
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Nach GPI-PLD-spezifischer RNAi zeigte sich eine Verringerung der 
plasminspezifischen Proteolyse um 26,9% im Vergleich zu den mit Kontroll-siRNA 
behandelten Zellen(Vgl. Abb. 14). Dies liegt im ähnlichen Bereich wie die stabile 
Antisensetransfektion (22,8% Hemmung), hat hier jedoch in den 3-4 durchgeführten 
Experimenten noch keine statistische Signifikanz erreicht. 
 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass stabile und transiente GPI-PLD-
Suppression die Hypothese meiner Studien im Bereich zellulärer 
Plasminogenaktivierung betätigt: Es wird weniger zelluläres Plasmin gebildet, 
offensichtlich auf Grund erniedrigter Levels an zellulärem uPAR. 
 
 
Um obige Proteasedaten biologisch besser einordnen zu können, wurde die zelluläre 
Plasminaktivität zweier zusätzlicher Ovarialkarzinomzelllinien (OVCAR-3, SKOV-3) 
gemessen. Bei beiden Zelllinien war kaum Plasminaktivität nachweisbar. Die 
plasminspezifische Proteolyse der Zelllinie OVCAR-3 war um das 6-fache geringer als 
die der OV-MZ-13-Kontroll(Sense)-Transfektanten. Die Zelllinie SKOV-3 weist im 
Weiteren bereits keine nennenswerte Plasminaktivität mehr auf (mehr als 5-fach 
geringere Plasminaktivität als OVCAR-3) (Vgl. Abb. 15). Offensichtlich exprimieren 
diese Modellzelllinien nur wenig uPAR mit der Folge, dass auch weniger uPA am 
Rezeptor gebunden ist und es so zu einer geringeren Plasminaktivierung kommt. Die 
GPI-PLD-Expression in den beiden Kontrollzelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 wurden 
mit der Real-Time RT-PCR bestimmt. Die Zelllinien exprimierten im Vergleich zu OV-
MZ-13 erheblich mehr GPI-PLD (Vgl. Tab. 2). Dies bestätigt, dass die geringe zelluläre 
Plasminogenaktivierung dieser Zelllinien auf  geringe uPAR-Expression und nicht auf 
geringe GPI-PLD-Expression zurückzuführen ist. Diese Zelllinien dienten hier und im 









Abbildung 13: GPI-PLD reguliert die Plasminogenaktivierung im perizellulären Raum. 
 
Darstellung der Plasminaktivität der transient mit GPI-PLD-1 siRNA (PLD-1) und Kontroll-siRNA 
(CAT) behandelten Zellen. Die Zellen wurden in 96-Well-Platten (2x10
4
 Zellen/well) für 24 h 
ausplattiert und gewaschen. Anschließend erfolgte die Quantifizierung der 
Gesamtplasminaktivität für 8 h in den Zellkulturen mittels eines direkten chromogenen Assays 
mit dem Substrat S-2251. Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 Versuchen 
(jeweils in Duplikaten) angegeben. Der Unterschied im unidirektionalen t-Test zwischen den mit 
































Abbildung 14: Geringe Plasminogenaktivierung im perizellulären Raum der Zelllinien 
OVCAR-3 und SKOV-3 im Vergleich zu OV-MZ-13-Kontroll-Transfektanten (S). 
 
Darstellung der Plasminaktivität der stabil transfizierten OV-MZ-13 Sense/Kontroll (S)-Zellen 
und den beiden Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3. Die Zellen wurden in 96-Well-Platten (2x10
4
 
Zellen/well) für 24 h ausplattiert und gewaschen. Anschließend erfolgte die Quantifizierung der 
Gesamtplasminaktivität für 8 h in den Zellkulturen mittels eines direkten chromogenen Assays 
mit dem Substrat S-2251.Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 Versuchen 
(jeweils in Duplikaten) angegeben. 
 
 
Tabelle 2: Real-Time PCR zur Bestimmung der GPI-PLD-Expression in 
Ovarialkarzinomzellen 
 
Zelllinien GPI-PLD-Expression (mRNA Kopienzahl in 100 ng total RNA)1  
OVCAR-3 3.0611± 628 
SKOV-3 5.358 ± 133 
OV-MZ-13 686 ± 38 
 
1
 PCR-Ansatz: 20-50 µl, 100 ng total RNA 
2 
Mittelwerte +/- S.E.M. aus jeweils 3-4 Versuchen. 
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4.2. GPI-PLD-Regulation der Freisetzung von s-uPAR von der 
Tumorzelloberfläche 
 
Um die Rolle der GPI-PLD-vermittelten GPI-Ankerspaltung beim uPAR-Shedding von 
der Zelloberfläche zu untermauern, wurde die GPI-PLD-Expression wieder durch 
stabile Antisense-cDNA-Transfektion oder durch transiente RNAi supprimiert. Die 
Analyse des Zellkulturüberstandes der Transfektanten und Klone zeigte, dass s-uPAR 
von den Zellen freigesetzt wurde. Auf der einen Seite wurde zur Quantifizierung des s-
uPAR ein ELISA durchgeführt, auf der anderen Seite erfolgte auch ein Nachweis der 
freigesetzten PA-Aktivität durch einen indirekten chromogenen Plasminassay mit den 
Substraten Plasminogen und S-2251. Des Weiteren wurde zur Charakterisierung des 
proteolytischen Systems der Anteil der uPA-Aktivität an der Plasmingeneration durch 
Zugabe des uPA-neutralisierenden Antikörpers UK98/6 (Meissauer et al., 1991) 
bestimmt (Vgl. Abb. 16 und 17), um sicher zu stellen, dass uPA und nicht tPA Plasmin 
generiern. Die Ergebnisse sind in Tab. 3 zusammengefasst. 
 
Die Abgabe von s-uPAR in den Überstand der gepoolten OV-MZ-13-Zellen transfiziert 
mit Kontroll-Sense-cDNA war deutlich nachweisbar, während die Antisense-
Transfektanten geringere Rezeptorfreisetzung aufwiesen. Es lässt sich feststellen, 
dass bei der Quantifizierung von s-uPAR durch ELISA dessen Gehalt bei den GPI-
PLD-Antisense Zellen um 54,7% gegenüber den Zellen mit der cDNA-Kontrolle 
reduziert werden konnte (Vgl. Abb. 16 A). 
Auch die Klone, die ein Antisense cDNA-Fragment beinhalteten (AS2-9E/AS2-8H) und 
somit weniger GPI-PLD und zellulären uPAR exprimierten, wiesen bei der 
Quantifizierung durch ELISA auch insgesamt etwa 75% weniger abgegebenen s-uPAR 
auf als die Sense-Klone (S1-10E/S2-4B) (Abb. 16 B). 
 
Obwohl die Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 viel GPI-PLD exprimieren (Vgl. Tab. 2), 
zeigen sie bei der Quantifizierung im ELISA keinen nennenswerten Gehalt an s-uPAR. 
Dies bestätigt die Annahme, dass diese Zellen wenig uPAR an der Zelloberfläche 
exprimieren.  
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Um mögliche weitere Auswirkungen der GPI-Ankerspaltung auf das proteolytische 
Potential der Zellen zu studieren (z.B. durch Bildung von PAc/LPA), wurde auch die 
PA-Aktivität der Transfektanten gemessen. Die für sowohl Sense/Kontroll- als auch 
Antisense-Transfektanten nachgewiesene Gesamt-PA-Aktiviät wurde zu über 90% 
durch uPA hervorgerufen (Vgl. Tab. 3). t-PA-Aktivität spielt in den getesteten Zelllinien 
also keine Rolle. Während sich die PA-Aktivität im Überstand der Antisense-
Transfektanten nicht signifikant von der der Kontrolltransfektanten unterschied, zeigte 
sich nach Klonierung dann doch eine Reduktion auf klonaler Ebene (Abb. 17). Beim 
Vergleich z.B. des Klons S1-10E mit dem Klon AS2-8H war die gesamte PA-Aktivität 
im konditionierten Medium um mehr als 8-fach verringert. Bei Betrachtung der 
Ergebnisse für den Anteil von uPA an der Gesamt-PA-Aktivität lies sich wiederum 
feststellen, dass ungefähr 90% der ermittelten PA-Aktivität durch uPA hervorgerufen 
wurde (Vgl. Tab. 3). 
 
Die Analyse der Überstände der Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 durch den indirekten 
chromogenen PA-Assay ergab für beide Zelllinien eine deutlich geringere PA-Aktivität 
im Vergleich zu den OV-MZ-13-Transfektanten und den Klonen. Die PA-Aktivität des 
Antisense-Klons AS2-8H, der beim Vergleich der Klone die geringste Aktivität aufwies, 
lag immer noch um mehr als das 6-fache höher als die der OVCAR-3-Zellen. Ungefähr 
74% der sehr niedrigen Gesamt-PA-Aktivität der Zelllinie OVCAR-3 beruhte auf uPA. 
Bei den SKOV-3-Zellen ließ sich keine nennenswerte PA-Aktivität nach 30 min 
nachweisen (um die Hälfte weniger PA-Aktivität als OVCAR-3) (Vgl. Tab. 3). Wurde die 
PA-Aktivität beider Zelllinien jedoch über einen Assay-Zeitraum von 0 – 120 min 
verfolgt, ließ sich feststellen, dass sie auf ein Vielfaches des Ausgangswertes anstieg 
(der Ausgangswert beider Zelllinien erhöhte sich nach 120 min um 97%) (Vgl. Abb. 
18). Dies zeigt, dass im Überstand beider Zelllinien offensichtlich signifikante Mengen 
der inaktiven uPA-Vorstufe pro-uPA vorliegen, die während des Analysezeitraumes 
durch gebildetes Plasmin aktiviert und dann nachweisbar sind. 
 
Die Ergebnisse bestätigen die Daten von Wilhelm et al. (1999) auf klonaler Ebene, 
dass uPAR durch GPI-PLD-vermittelte GPI-Ankerspaltung von der Zelloberfläche 
freigesetzt wird. GPI-PLD stimuliert offensichtlich auch die perizelluläre PA-Aktivität, 
die bei OV-MZ-13 hauptsächlich auf uPA zurückzuführen ist.  
 
 





























Abbildung 15: GPI-PLD reguliert die Freisetzung von s-uPAR von der 
Tumorzelloberfläche. 
 
Die Zellen wurden in 24-Well-Platten (10
5
 Zellen/Well) über Nacht ausplattiert, gewaschen, und 
daraufhin 250 µl FCS-haltiges DMEM für 24 h hinzugefügt. Das konditionierte Medium wurde 
anschließend bei 250 g für 10 min zentrifugiert, gefolgt von der Zentrifugation des Überstandes 
bei 12.000 g für 5 min (Vgl. hier und im Folgenden 3.2.4., S. 25). Die Menge von ins Medium 
abgegebenem s-uPAR (ng / 10
5
 Zellen) der stabil transfizierten gepoolten Kontroll(S)- und 
Antisense(AS)-Zellen(A), sowie der Klone S1-10E/S2-4B und AS2-9E/AS2-8H (B) (Vgl. Tab. 3) 
wurde durch IMUBIND-ELISA bestimmt.
 
Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 































































B: Klonierte GPI-PLD-Sense-/Antisense-Transfektanten 
 
A: Gepoolte OV-MZ-13-Sense-/Antisense-Transfektanten 
 





























Abbildung 16:  Plasminogenaktivierung im konditionierten Medium 
Die Zellen wurden in 24-Well-Platten (10
5
 Zellen/Well) über Nacht ausplattiert, gewaschen, und 
250 µl serumfreies HL-1 Medium für 24 h hinzugefügt. Das konditionierte Medium wurde 
anschließend bei 250 g für 10 min zentrifugiert, gefolgt von der Zentrifugation des Überstandes 
bei 12.000 g für 5 min. Das proteolytische Potential nach GPI-Ankerspaltung wurde im 
Zellüberstand anhand der PA-Aktivität (E405/35 min) der stabil transfizierten gepoolten 
Kontroll(S)- und Antisense(AS)-Zellen (A), sowie der Klone S1-10E/S2-4B und AS2-9E/AS2-8H 
(B) (Vgl. Tab. 3) in einem indirekten chromogenen Assay mit Plasminogen und S-2251 als 
Substrat bestimmt.
 
Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 Versuchen (jeweils in 
Duplikaten) angegeben. Das Signifikanzniveau im unidirektionalen t-Test lag beim Vergleich 
von S1-10E und S2-4B mit AS2-9E/AS2-8H für p< 0,0005 und p< 0,025; Bei gepoolten 




























































B: Klonierte GPI-PLD-Sense-/Antisense-Transfektanten 
A: Gepoolte OV-MZ-13-Sense-/Antisense-Transfektanten 




Abbildung 17: Kinetik der Plasminogenaktivierung im konditionierten Medium der 
Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3. 
 
Die Zellen wurden in 24-Well-Platten (10
5
 Zellen/Well) über Nacht ausplattiert, gewaschen, und 
250 µl/Well serumfreies HL-1- Medium für 24 h hinzugefügt. Der zeitliche Verlauf der 
Plasminogenaktivierung im Überstand der Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 wurde in einem 
indirekten chromogenen Assay (0-120 min) mit den Substraten Plasminogen und S-2251 
quantifiziert (Vgl. 3.2.4.). Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. aus 3-4 Experimenten 
(durchgeführt in Duplikaten) angegeben.  
Der exponentielle Anstieg der Plasminaktivität über die Zeit erklärt sich aus der Anwesenheit 
der inaktiven Vorstufe pro-uPA im Zellkulturüberstand, die über die Zeit durch langsam 
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Tabelle 3: Enzymatische Charakterisierung der OV-MZ-13-Transfektanten und 
der Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3. 
Darstellung der von den Zellen ins Medium abgegebenen s-uPAR-Mengen, PA- und 
uPA-Aktivitäten  in den gepoolten transfizierten Zelllinien OV-MZ-13 Sense und 
Antisense (Wilhelm et al., 1999), den Klonen S1-10E, S2-4B, AS2-9E, AS2-8H, sowie 







(in % der Gesamt-
PA-Aktivität) 
OV-MZ-13    
    
Sense 10,6 ± 1,44 0,568 ±  0,141 92,2 ± 2,2 
Antisense 4,8 ±  0,9 0,495 ±  0,047 91,6 ± 2,1 
S1-10E 12,0 ±  2,7 1,458 ±  0,093 96,3 ± 0,7 
S2-4B 12,8 ± 2,7 0,357 ±  0,069 94,2 ± 0,7 
AS2-9E 3,5 ± 0,5 0,175 ±  0,032 88,8 ± 1,1 
AS2-8H 3,2 ± 1,2 0,169 ±  0,032 89,7 ± 2,9 
    
OVCAR-3 0,08 + 0,032 0,026 + 0,014 73,9 + 8,7 




 Die Zellen wurden in 24-Well-Platten (10
5
 Zellen/Well) über Nacht ausplattiert, gewaschen, 
und daraufhin 250 µl FCS-haltiges DMEM für 24 h hinzugefügt. Das konditionierte Medium 
wurde anschließend bei 250 g für 10 min zentrifugiert, gefolgt von der Zentrifugation des 
Überstandes bei 12.000 g für 5 min. Für die Quantifizierung von s-uPAR wurde ein ELISA 
durchgeführt (Vgl. hier und im Folgenden 3.2.4., S. 25). 
 
2 
Die Zellen wurden in 24-Well-Platten (10
5
 Zellen/Well) über Nacht ausplattiert, gewaschen, 
und 250 µl serumfreies HL-1 Medium für 24 h hinzugefügt. Das konditionierte Medium wurde 
anschließend bei 250 g für 10 min zentrifugiert, gefolgt von der Zentrifugation des Überstandes 
bei 12.000 g für 5 min. Die Plasminaktivität der Überstände wurde mit einem indirekten 
chromogenen Assay mit den Substraten Plasminogen und S-2251 quantifiziert. 
 
3 
 Um den Anteil der uPA-Aktivität (am gesamten PA, setzt sich zusammen aus uPA und tPA) 
zu ermitteln, wurden 5 µg/ml des uPA neutralisierenden Antikörpers UK98/6 (Meissauer et al., 
1991) zu den Proben gegeben und für 30 min bei 37°C vor Beginn des PA-Assays inkubiert. 
Die Ergebnisse sind als Prozentanteil der IgG-Kontrolle angegeben. 
 
4  
Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 Versuchen (jeweils in Duplikaten) 
angegeben. 
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4.3. GPI-PLD-Regulation der ECM-assoziierten Plasminaktiviät 
 
Um die Rolle der GPI-PLD bei der Regulation der s-uPAR-Bindung an ECM zu 
studieren, wurde die Plasminaktivität gemessen, die mit ECM assoziiert war. 
 
Die Bindung des s-uPAR an ECM wurde durch Co-Kultivierung der Zellen mit einer 
durch Matrigel simulierten ECM ohne einen direkt bestehenden Zell-Matrix-Kontakt 
untersucht. Dafür wurden die Zellen über Nacht in Membraneinsätze für die Zellkultur 
ausplattiert und anschließend mitsamt den Zellen auf das Gel enthaltende 24-well-
Platten übertragen. Um die mit dem Matrigel (mit Lysin-Bindungsstellen) assoziierte 
Plasminaktivität eindeutig identifizieren zu können, erfolgte die Aktivitätselution vom 
Matrigel mit einem Lysin-Analogon, der Tranexamsäure, der Aktivitätsnachweis über 
die Spaltung des spezifischen chromogenen Substrats für Plasmin, S-2251, und die 
Aktivitätshemmung mit dem Serinproteinase-Inhibitor, Aprotinin.  
 
Nach Co-Kultivierung mit OV-MZ-13-Zellen konnte Plasminaktivität auf dem Matrigel 
festgestellt werden, höchstwahrscheinlich hervorgerufen durch an ECM gebundenen s-
uPAR. Es bestand ein signifikanter Unterschied zwischen gepoolten Sense- und 
Antisense-Zellen. Die Gele, die zuvor mit den Inserts der Antisense-Transfektanten co-
kultiviert wurden, zeigten beim anschließenden Plasminassay 29,6% weniger 
Plasminaktivität als die Gele der Kontroll(Sense)-Zellen (Vgl. Abb. 19 A). 
Die Ergebnisse der bezüglich der GPI-PLD-Expression bzw. der uPAR-Freisetzung 
charakterisierten Klone wiesen einen noch deutlicheren Nachweis bezüglich ECM-
assoziierter Plasminaktivität auf. Die mit den Sense-Klonen (S1-10E/S2-4B) co-
kultivierten Matrigele zeigten eine Plasminaktivität in etwa auf dem Niveau der 
gepoolten Sense-Transfektanten (Vgl. Abb. 19 B). Der Unterschied in der 
Plasminaktivität zu den Gelen der Co-Kultivierung mit Klonen, die ein Antisense cDNA-
Fragment beinhalteten und somit weniger GPI-PLD und s-uPAR produzierten (AS2-
9E/AS2-8H), war ausgesprochen deutlich. Zwischen den Gelen z.B. der S1-10E- und 



































Abbildung 18: GPI-PLD reguliert die ECM-gebundene
 
Plasminaktivität 
Dargestellt ist die ECM-gebundene Plasminaktivität (nach 8h bei E405) der gepoolten 
Kontroll(S)- und Antisense(AS)-Transfektanten (A), sowie der Klone S1-10E/S2-4B und AS2-
9E/AS2-8H (B). Dafür wurden die Zellen über Nacht in Membraneinsätze für die Zellkultur 
ausplattiert (2x10
4
 Zellen/Insert). Anschließend wurden diese Inserts mitsamt der Zellen auf 24-
Well-Platten, die 50 µl/Well Matrigel enthielten, übertragen und für 24 h in 1 ml Normalmedium 
co-kultiviert. Zur Identifizierung der matrigel-assoziierten Plasminaktivität erfolgte die 
Aktivitätselution vom Matrigel mit dem Lysin-Analogon, der Tranexamsäure, ein chromogener 
Assay mit dem Substrat S-2251 und die Hemmung mit dem Plasmininhibitor, Aprotinin. Die 
Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 Versuchen (jeweils in Duplikaten) angegeben. 
Der Vergleich zwischen S1-10E und S2-4B mit AS2-9E/AS2-8H war im unidirektionalen t-Test 
statistisch signifikant für p< 0,05 und p < 0,025; der Unterschied zwischen gepoolten 
Transfektanten jedoch nicht (p> 0,05). 






































































B: Klonierte GPI-PLD –Sense/Antisense-Transfektanten.
 
A: Gepoolte GPI-PLD-Sense/Antisense-Transfektanten.  
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Die Matrigele, die mit den siRNA-transfizierten OV-MZ-13-Zellen co-kultiviert wurden, 
zeigten ebenfalls Plasminaktivität, welche auf an ECM gebundenen s-uPAR schließen 
ließ. Das Einbringen der GPI-PLD siRNA sollte die Reduzierung der entsprechenden 
mRNA-Menge bewirken, jedoch wiesen die Proben an dieser Stelle nicht die erwartete 
geringere Plasminaktivität im Gegensatz zu den Kontroll-Proben auf (Vgl. Abb. 20). Die 
Gele mit siRNA transfizierten Zellen erbrachten eine Plasminaktivität, die ungefähr 
dem Niveau der OV-MZ-13-Kontroll(Sense)Transfektanten entsprach. 
 
Aufgrund technischer Probleme der ELISA-Anwendung auf Substratgel konnte ECM-
assoziiertes s-uPAR-Protein leider nicht nachgewiesen werden. 
 
Wie schon die vorherigen Ergebnisse zur Plasminbildung in der Zellkultur und zur 
Menge des abgegebenen s-uPAR vermuten ließen, zeigten die Gele, die mit den 
Zelllinien OVCAR-3 oder SKOV-3 zusammen kultiviert wurden, im Vergleich zu den 
vorher beschriebenen Zelllinien eine deutlich geringere ECM-assoziierte 
Plasminaktivität (Vgl. Abb. 21). Der Unterschied zwischen OVCAR-3 und den 
Kontroll(Sense)-Transfektanten äußerte sich in fast 80%, der zwischen SKOV-3 und 
den Kontroll-Transfektanten lag bei ungefähr 88%. Beim Vergleich zu den Antisense-
Klonen (AS2-8H, AS2-9E) lag die Plasminaktivität der OVCAR-3/SKOV-3-Gele im 
gleichen Bereich. 
 
Diese Ergebnisse zeigen deutlich, dass GPI-PLD die Plasminaktivität in der 
Bindegewebsmikroumgebung von Tumoren hochreguliert. Auf der Basis der früheren 
Untersuchungen und der Ergebnisse mit SKOV-3 und OVCAR-3 legt dies den Schluss 
nahe, dass dies durch die Bindung von s-uPAR an ECM vermittelt wird. 
 









Darstellung der Plasminaktivität (gemessen nach 8 h bei E405) der transient mit GPI-PLD siRNA 
(PLD-1) und Kontroll-siRNA (CAT) behandelten Zellen.
 
Dafür wurden die Zellen über Nacht in 
Membraneinsätze für die Zellkultur ausplattiert (2x10
4
 Zellen/Insert). Anschließend wurden 
diese Inserts mitsamt der Zellen auf 24-Well-Platten, die 50 µl/Well Matrigel enthielten, 
übertragen und für 24 h in 1 ml Normalmedium co-kultiviert. Zur Identifizierung der matrigel-
assoziierten Plasminaktivität erfolgte die Aktivitätselution vom Matrigel mit dem Lysin-Analogon, 
der Tranexamsäure, ein chromogener Assay mit dem Substrat S-2251 und die Hemmung mit 
dem Plasmininhibitor, Aprotinin.
 
Die Ergebnisse sind als Mittelwerte ± S.E.M. von 3-4 
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Abbildung 20: ECM-assoziierte Plasminaktivität der Zelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 im 
Vergleich mit OV-MZ-13-Transfektanten (Kontrolle/S), (AS) und dem Klon AS2-9E.
 
 
Darstellung der Plasminaktivität (gemessen nach 8 h bei E405) der Zelllinien OVCAR-3, SKOV-3 
und OV-MZ-13-Transfektanten (Kontrolle/S), (AS) und dem Klon AS2-9E. Dafür wurden die 
Zellen über Nacht in Membraneinsätze für die Zellkultur ausplattiert (2x10
4
 Zellen/Insert). 
Anschließend wurden diese Inserts mitsamt der Zellen auf 24-Well-Platten, die 50 µl/Well 
Matrigel enthielten, übertragen und für 24 h in 1 ml Normalmedium co-kultiviert. Zur 
Identifizierung der matrigel-assoziierten Plasminaktivität erfolgte die Aktivitätselution vom 
Matrigel mit dem Lysin-Analogon, der Tranexamsäure, ein chromogener Assay mit dem 
Substrat S-2251 und die Hemmung mit dem Plasmininhibitor, Aprotinin. Die Ergebnisse sind als 
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5. Diskussion  
 
Ein entscheidender Schritt der Tumorprogression und Metastasierung ist die 
Überwindung von Gewebsbarrieren durch ECM-abbauende Proteinasen. Die 
Degradation des umgebenden Gewebes ist ein notwendiger Schritt, der es malignen 
Zellen erlaubt, lokal zu invadieren und so in das lymphatische System und in die 
Blutzirkulation zu gelangen und zu metastasieren (Del Rosso et al., 2002). Die 
proteolytische Kaskade der Plasminogenaktivierung, die für die Tumorzellinvasion 
menschlicher Ovarialkarzinomzellen in vitro verantwortlich ist (Will et al., 1994), nimmt 
beim Gewebsabbau bekanntermaßen eine bedeutende Stellung ein. Die 
oberflächenassoziierte Plasminogenaktivierung wird durch uPAR vermittelt (Ellis et al., 
1992), wodurch dessen wichtige Rolle bei der Regulierung der Zelloberflächenaktivität 
von uPA und der lokalisierten perizellulären Proteolyse deutlich wird (Sidenius and 
Blasi, 2003). Im Plasma und in der Aszitesflüssigkeit von Patientinnen mit 
Ovarialkarzinomen wurde uPAR in löslicher Form zuerst beobachtet (Pedersen et al., 
1993). In vitro wird uPAR durch Spaltung seiner GPI-Verankerung durch die GPI-PLD 
von der Oberfläche von Tumorzellen freigesetzt (Wilhelm et al., 1999; Brunner et al., 
1994; Metz et al., 1994). Bei dieser GPI-PLD-katalysierten Hydrolyse des uPAR-GPI-
Ankers werden biologisch aktive Spaltprodukte (s-uPAR und PAc), die maligne 
Zellfunktionen über verschiedene Mechanismen hochregulieren, erzeugt. Eines dieser 
Spaltprodukte, s-uPAR, der bei einer Vielzahl von Krebsarten in Blut oder 
Aszitesflüssigkeit gefunden wird, stellt einen wertvollen Prognosefaktor bei Darmkrebs 
(Stephens et al., 1999), Brustkrebs (Riisbro et al., 2002) und beim Multiplen Myelom 
(Rigolin et al., 2003) dar. Bislang waren jedoch die pathologischen und molekularen 
Grundlagen für dieses Phänomen in vivo noch vollkommen unbekannt. Es ist durchaus 
nahe liegend, dass der in vivo-Mechanismus der s-uPAR-Erzeugung auch GPI-PLD-
vermittelt ist. 
 
Ziel dieser Studie war es, die Funktion des s-uPAR und des GPI-PLD-vermittelten 
Freisetzungsmechanismus in der Gewebedegradation und Tumorzellinvasion besser 
zu verstehen. Der Knockdown der zellulären GPI-PLD bewirkte sowohl eine 
verminderte Freisetzung von s-uPAR von der Tumorzelloberfläche, als auch eine 
Verringerung der Bildung von Zelloberflächenplasmin. Es konnte durch Messung der 
ECM-assoziierten Plasminaktivität nachgewiesen werden, dass funktionsfähiger s-
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uPAR offensichtlich an Bindegewebskomponenten der ECM bindet. Dadurch bewirkt s-
uPAR eine Verschiebung von lokalisierter Zelloberflächenproteolyse zu einer 
ausgedehnteren, effektiveren Bindegewebs-assoziierten Proteolyse. Durch 
Suppression der GPI-PLD-Expression konnte die ECM-gebundene Plasminaktivität 
herunter reguliert werden. 
 
5.1. uPAR-Shedding von der Zelloberfläche – Regulation durch 
GPI-PLD 
 
Um die Rolle der enzymatischen uPAR-Freisetzung bei der Regulation der 
perizellulären Plasminogenaktivierung und der Tumorzellinvasion zu studieren, wurde 
die GPI-PLD-Expression experimentell moduliert. Dafür wurden Zelllinien, die von 
Patientinnen mit Ovarialkarzinomen stammten, verwandt. Um die GPI-PLD-Expression 
und damit die Freisetzung des uPAR (und möglicherweise anderer GPI-verankerter 
Proteine) experimentell zu manipulieren, erfolgte eine stabile Transfektion der Zellen 
mit Expressionsvektoren, die menschliche GPI-PLD cDNA der Leber in voller Länge 
oder ein antisense cDNA-Fragment davon beinhalteten. Die GPI-PLD-Expression führt 
zu einer vergrößerten mRNA-Expression in den Zellen und zu einer erhöhten uPAR-
Freisetzung von der Zelloberfläche, während das Einbringen der Antisense cDNA 
diese Prozesse teilweise blockierte (Wilhelm et al., 1999). Alternativ dazu erfolgte ein 
Knockdown der zellulären GPI-PLD-Expression durch transiente RNA-Interferenz mit 
GPI-PLD-siRNA, mit dem Ziel die Proteinbiosynthese zu blockieren. 
 
In den Transfektionsexperimenten von Wilhelm et al., 1999 mit GPI-PLD-Sense und –
Antisense cDNA in OV-MZ-13-Zellen resultierte eine 40% geringere GPI-PLD-Aktivität 
und dadurch 60% geringere uPAR-Freisetzung von der Zelloberfläche des Zellpools 
der OV-MZ-13-Antisense-Transfektanten (nicht kloniert). Die Ergebnisse der 
vorliegenden Studie bestätigen dies. Sowohl durch stabile Transfektion mit cDNA als 
auch durch transiente Transfektion mit siRNA konnte gezeigt werden, dass die 
Blockade der GPI-PLD-Expression die verminderte Freisetzung von uPAR zur Folge 
hat. Die RNAi-Technik zielt darauf ab die in den Zellen vorhandene Proteinbiosynthese 
zu unterbrechen, dieser Weg ist im Vergleich komplex und langwierig während des 
experimentiellen Zeitraumes. Trotzdem zeigte sich, dass RNAi effektiver war als die 
stabile Antisensetransfektion (Zellpools) und die GPI-PLD-Expression fast vollständig 
supprimierte. Dafür gibt es zwei mögliche Gründe: 
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- Die transiente siRNA-Transfektion erreicht einen hohen Anteil der Zellen mit 
offensichtlich hoher Effizienz. Der Zellpool der Antisense-Transfektanten ist 
dagegen eine Mischung unterschiedlich supprimierter Zellen. 
- Dazu ist GPI-PLD ein „low-copy gene“, das in Zellen in relativ geringen 
Kopienzahlen vorliegt und deshalb mit transienter RNAi relativ gut zu 
supprimieren ist. 
 
Durch Klonierung konnte auch für die stabile Antisense-cDNA-Transfektion höhere 
Effektivität gezeigt werden: Es wurden Klone isoliert, bei denen die GPI-PLD 
offensichtlich drastisch supprimiert war und die nur ca. 25% des Kontroll-Sheddings 
von s-uPAR aufwiesen. Meine Ergebnisse mit den klonierten Antisense-Transfektanten 
zeigten noch eindeutiger als die Studien von Wilhelm et al. die essentielle Beteiligung 
der GPI-PLD in der Freisetzung von s-uPAR auf. 
Zunächst konnte die Freisetzung von GPI-uPAR von der Zelloberfläche, die über die 
Quantifizierung des löslichen, proteolysefähigen s-uPAR im Zellüberstand bestimmt 
wurde, für alle Zelllinien nachgewiesen werden. Die Blockierung der GPI-
Ankerspaltung als Folge der GPI-PLD-Antisense-Transfektion bewirkte eine verringerte 
uPAR-Freisetzung von der Zelloberfläche und somit auch eine reduzierte perizelluläre 
Proteolyse. Auf der einen Seite erfolgte ein ELISA, um s-uPAR-Protein im 
Zellüberstand nachzuweisen, auf der anderen Seite ein indirekter chromogener 
Enzymassay mit den Substraten Plasminogen und S-2251, um die 
Plasminogenaktivierung im Überstand zu charakterisieren und zu quantifizieren. Im 
Rahmen dieser Charakterisierung konnte durch Zugabe des uPA-neutralisierenden 
Antikörpers UK 98/6 (Meissauer et al., 1991) ausgeschlossen werden, dass noch 
zusätzlich ein uPAR/uPA-unabhängiger Mechanismus, z.B. tPA-katalysierte 
Plasminogenaktivierung, bei der beobachteten Plasminbildung beteiligt war (über 90% 
der Aktivität beruhten auf uPA). Als Folge des effizienten GPI-PLD-Knockdowns 
zeigten die mit der GPI-PLD antisense cDNA behandelten Zellen beinahe 55% weniger 
uPAR-Shedding als die Kontrolltransfektanten mit dem entsprechenden sense cDNA-
Fragment. Die Reduzierung beim Vergleich der Klone S1-10E, S2-4B mit den Klonen 
AS2-9E, AS2-8H betrug sogar 75% (Vgl. Abb. 19). 
Die Ergebnisse bestätigen frühere Befunde (Wilhelm et al.,1999), dass s-uPAR durch 
GPI-PLD-vermittelte GPI-Ankerspaltung von Zelloberflächen-GPI-uPAR erzeugt wird, 
und zeigen dies darüber hinaus auch auf klonaler Ebene. 
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Des Weiteren wurde bei den Tumorzelllinien OVCAR-3 und SKOV-3 kaum Shedding 
von uPAR gemessen (Vgl. Tab. 1). Diese beiden Zelllinien dienten daher in den 
weiteren Experimenten als Negativkontrolle. 
 
5.2. uPAR-vermittelte Bildung von perizellulären Plasmin – 
Regulation durch GPI-PLD 
 
Die Plasminbildung in Zellkulturen wurde mittels des chromogenen Plasminsubstrats 
S-2251 dargestellt und die plasminspezifische Proteolyse durch Inhibition mit dem 
Plasmininhibitor Aprotinin nachgewiesen. Für alle untersuchten Zelllinien wurde 
plasmin-spezifische perizelluläre Proteolyse, hervorgerufen durch an der 
Zelloberfläche bzw. an Bindegewebe gebundenen uPAR (Vgl. 5.3.), belegt. uPAR dient 
also als Anker, mit dem die Plasminogenaktivierung an biologische Oberflächen 
fokussiert und damit die Proteolyse lokal begrenzt wird. 
Es bestanden jedoch deutliche Unterschiede bezüglich des Potentials verschiedender 
Ovarialkarzinomzelllinien, perizelluläre Proteolyse aufzubauen. Während OV-MZ-13-
Zellen (selbst nach GPI-PLD antisense-Transfektion) deutliche Plasminaktivität 
generierten, war diese bei OVCAR-3-Zellen gering und bei SKOV-3 vernachlässigbar. 
Dies liegt offenbar an der geringen uPAR-Expression dieser Zellen, die keine 
signifikante Plasmingenerierung im perizellulären Raum erlaubt, obwohl uPA in 
ausreichendem Maße freigesetzt wird. Aufgrund des Fehlens von Plasmin liegt uPA 
aber offensichtlich hauptsächlich als inaktive Vorstufe (pro-uPA) vor, die erst durch 
Plasmin aktiviert werden muss. Dies ist im chromogenen Enzymtest zu sehen (Vgl. 
Abb. 18), wo es zeitabhängig zu einem exponentiellen Anstieg der uPA-Aktivität auf 
Grund plasmin-katalysierter pro-uPA-Aktivierung während der Testzeit kommt. Eine 
mögliche biologische Interpretation dieser Variabilität wäre, dass die OVCAR-3- und 
SKOV-3-Zellen von weniger invasiven Adenotumoren des Ovars abstammen. Die 
Ergebnisse belegen deutlich die zentrale Bedeutung von uPAR als Regulator der 
perizellulären Plasmingenerierung. 
 
Durch die Transfektion mit antisense cDNA (Wilhelm et al. 1999) oder GPI-PLD-siRNA 
in die OV-MZ-13-Zellen erfolgte eine Reduktion der uPAR-Expression auf der 
Zelloberfläche. Aufgrund dieser verminderten uPAR-Expression zeigten die 
transfizierten Zellen weniger Plasminaktivität als die Kontroll-Transfektanten. 
Deutlicher konnte dies wieder bei den Klonen beobachtet werden: Die Plasminaktivität 
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der Zellen des Klones S1-10E war doppelt so hoch wie die der Zellen des Klones AS2-
8H. Der molekulare Regulationsmechanismus der GPI-PLD-Antisensetransfektion ist 
vermutlich eine Verminderung der LPA-Produktion als Folge reduzierter GPI-
Ankerspaltung. Da LPA die uPAR-Expression induzieren kann (Kim et al., 2008), 
würde dies dann zu einer Reduktion der uPAR-Produktion führen. 
 
Die Ergebnisse belegen, dass die perizelluläre, plasmin-vermittelte Proteolyse durch 
die GPI-PLD reguliert wird. 
 
5.3. Biologisch aktiver s-uPAR bindet an extrazelluläre Matrix 
und erzeugt Plasmin – Regulation durch GPI-PLD 
 
Um nachzuweisen, dass biologisch aktiver s-uPAR an extrazelluläre Matrix bindet, 
erfolgte die Co-Kultivierung der Zellen mit dem bindegewebsähnlichen Substrat 
Matrigel. Dafür wurden die Zellen in Multiwell-Inserts ausplattiert und in kurzer 
Entfernung ohne direkt bestehenden Zell-Matrix-Kontakt zu den Gelen platziert. Um die 
mit dem Matrigel assoziierte Plasminaktivität identifizieren zu können, erfolgte der 
Nachweis der Spaltung des spezifischen chromogenen Substrats für Plasmin. Zur 
Reduktion des endogenen proteolytischen Hintergrunds erfolgte eine Vorbehandlung 
der Substrate; zur Elution von endogenem Plasminogen/Plasmin mit dem 
Lysinanalogon, der Tranexamsäure, und zur Inaktivierung von ggf. im Gel 
vorhandenen Rezeptor-gebundenen uPA mit dem Inhibitor NPGB (Brunner et al., 
1998). Des Weiteren wurden die Substrate auch mit Medium ohne Zellen inkubiert 
(Negativ-Kontrolle). Die  Plasmin-spezifische Proteolyse wurde durch Vergleich der 
Hydrolyse in An- und Abwesenheit des Plasmininhibitors Aprotinin quantifiziert.  
 
Für alle untersuchten Zelllinien konnte mit ECM assoziierte Plasminaktivität, 
offensichtlich vermittelt durch an ECM gebundenen, biologisch aktiven s-uPAR, 
nachgewiesen werden. 
 
Durch GPI-PLD-Knockdown erfolgte eine Reduzierung der s-uPAR-Freisetzung und -
Bindung und damit auch der mit ECM assoziierten Plasminogenaktivierung. Die 
Antisensetransfektanten zeigten etwa 30% weniger ECM-assoziierte Proteolyse im 
Vergleich zu den OV-MZ-13-Zellen mit der DNA-Kontrolle. Die nach der uPAR-
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Freisetzung charakterisierten Klone zeigten wiederum einen noch deutlicheren 
Unterschied von ca. 90% zwischen den S-1-10E- und AS2-9E-Zellen. 
 
Die ECM-assoziierte Plasminbildung ist ausschließlich auf die biologische Aktivität von 
s-uPAR, der offensichtlich an ECM bindet, und uPA zurückzuführen, da tPA nicht 
beteiligt ist. Interaktion von s-uPAR mit ECM-Komponenten wurde auch schon in 
früheren Studien beobachtet (Chavakis et al., 1998; Montouri et al., 2005). 
Der direkte Nachweis von ECM-assoziiertem s-uPAR-Protein konnte im 
experimentellen System dieser Studie leider auf Grund technischer Probleme der 
ELISA-Anwendung auf Substratgel nicht nachgewiesen werden. 
 
Da bei Antisense-Blockierung der GPI-PLD weniger s-uPAR erzeugt wird, der an ECM 
binden könnte, ist auch folgerichtig eine drastische Erniedrigung der ECM-assoziierten 
Plasminbildung zu beobachten. GPI-PLD ist also ein zentraler Regulator der 
perizellulären Plasminaktivität (an der Zelloberfläche und in der ECM). 
 
5.4. GPI-PLD: Perizelluläre Regulation GPI-verankerter Proteine 
 
Die GPI-Hydrolyse durch die GPI-PLD hat einen dualen Effekt als Folge, der 
wahrscheinlich nicht nur für uPAR relevant ist: Die nachgewiesene ECM-assoziierte 
Plasminaktivität (Vgl. 4.3.) lässt darauf schließen, dass über uPAR-Shedding 
freigesetzter s-uPAR an ECM-Komponenten bindet und somit eine Verschiebung der 
Zelloberflächenproteolyse zu einer ausgedehnteren, bindegewebsassoziierten 
Proteolyse bewirkt; gleichzeitig hat die GPI-Ankerspaltung eine erhöhte uPAR-
Expression (wahrscheinlich über Bildung des biologisch aktiven Lipids PAc) und damit 
eine vermehrte Zelloberflächenplasminbildung zur Folge (Vgl. Abb. 22). 
Es ist anzunehmen, dass die GPI-PLD in ähnlicher Weise die biologische Aktivität 
anderer GPI-verankerter Proteine reguliert. So beschränkt sich die GPI-Ankerspaltung 
wahrscheinlich nicht nur auf Enzyme und Rezeptoren wie uPAR und möglicherweise 
MT-MMPs, Heparanase und Hyaluronidasen, was breitere Substrat-assoziierte 
Hydrolyse und ECM-Degradation zur Folge hätte, sondern betrifft möglicherweise auch 
Wachstumsfaktoren, wie bFGF-HSPG und TGF-ß, was wiederum zur Aktivierung 
verschiedener Gene führen könnte. Die GPI-PLD stellt somit einen zentralen Regulator 
der Tumorprogression und –invasion dar, und es gilt weiter zu untersuchen, welchen 
Einfluss die GPI-PLD auf andere GPI-verankerte Proteine ausübt. 
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5.5.  Biologische und klinische Relevanz 
 
Die Ausbildung eines malignen Phänotyps mit den damit verbundenen Fähigkeiten der 
Tumorzellen zur Tumorprogression und Metastasierung stellt das klinische 
Hauptproblem in der Tumortherapie. Die vorliegende Studie konnte zeigen, dass die 
hydrolytische GPI-Ankerspaltung durch die GPI-PLD ein zentrales Ereignis bei der 
Regulation des malignen Tumorphänotyps darstellt. Durch die GPI-uPAR-Hydrolyse 
freigesetzter, löslicher s-uPAR bindet an Bindegewebskomponenten (ECM) in 
biologisch aktiver Form mit der Folge der Verschiebung von lokalisierter 
Zelloberflächenproteolyse zu einer ausgedehnteren, effektiveren 
bindegewebsassoziierten Proteolyse. Des Weiteren induziert die GPI-Ankerspaltung 
(wahrscheinlich über die Bildung des biologisch aktiven Lipids PAc) eine verstärkte 
Expression von GPI-uPAR an der Zelloberfläche und damit eine Erhöhung der 
Zelloberflächenplasminbildung (Vgl. Abb. 22). 
Die Blockierung der GPI-Ankerspaltung durch den Knockdown der zellulären GPI-PLD-
Expression bewirkte eine Verringerung der uPAR-Expression und Freisetzung von der 
Zelloberfläche, sowie der s-uPAR-Bindung an die ECM. Als eine Folge dieses Eingriffs 
konnte eine Reduktion der Oberflächen- und ECM-assoziierten Proteolyse 
nachgewiesen werden, was Bindegewebsabbau und Tumorinvasion verringern kann. 
Die GPI-PLD-Expression startet somit ein invasionsfördendes 
Metastasierungsprogramm in Tumorzellen. Die zentrale Bedeutung der GPI-PLD für 
die Stimulation der Tumorzellinvasion wurde inzwischen im Labor von Dr. Brunner in 
einem in vitro-Tumorzellinvasionsassay bereits nachgewiesen (unveröffentlichte 
Daten). Die funktionellen Komponenten dieses Systems (GPI-PLD selbst sowie die 
GPI-uPAR-Spaltprodukte s-uPAR und PAc) haben daher möglicherweise 
prognostische Aussagekraft und stellen vielversprechende Targets dar für neue, 
molekular ausgerichtete Tumortherapieansätze. Dies könnte in Tiermodellen (z.B. 
einem SCID-Mausmodell für die Metastasierung humaner Ovarialkarzinomzelllinien) 
weiter studiert werden, indem man die GPI-PLD-Expression im Primärtumor durch 
Antisensetechniken in vivo supprimiert, was dann auch die Metastasierung inhibieren 
sollte. In diesem Tiermodell könnte dann gegen die GPI-PLD gerichtete Therapeutika 
getestet und charakterisiert werden. 
Die GPI-PLD stellt also ein interessantes therapeutisches Target dar, da sie nicht nur 
Tumorproteolyse, Bindegewebsabbau und Invasivität ankurbelt, sondern 
möglicherweise die biologische Funktion anderer GPI-verankerter Malignitätsmarker 
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reguliert. Interessanterweise sind eine ganze Reihe der im Blut von Tumorpatienten 
zirkulierenden Tumormarkern auch GPI-verankert auf der Tumorzelloberfläche zu 
finden (He et al., 2002; Naghibalhossaini and Ebadi, 2005; Screaton et al., 2000). Dies 
unterstreicht die generelle Bedeutung der GPI-PLD als Regulator der Tumormalignität 
und potentielles therapeutisches Target. 
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